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I Introduction	
I.1 The Importance of Enzymes in Industry 
For  centuries,  humankind  has  used  enzymes  for  a  variety  of  purposes  such  as  brewing, 
baking  and  the production of  alcohol. As  an example,  the  first production of  cheese  can be 
traced  back  to  3000  BC  in  Egypt  (Simoons  1971).  However, modern  enzyme  technology  is 
considered to have started in 1874 when a Danish scientist made the first enzyme preparation 
for  an  industrial  process  by  extracting  dried  calf  stomach with  a  saline.  The main  focus  of 
enzyme  scientists  in  the  nineteenth  century was  fermentation.  Liebig  and  Pasteur  raised  an 
interesting  debate,  Liebig  arguing  that  fermentation  products  are  obtained  by  a  chemical 
process  and  that  the  yeast  in  the  fermentation media  are unnecessary,  and Pasteur  arguing 
that the process could not occur unless viable organisms were present. The dispute was settled 
by the Buchner brothers who demonstrated that yeast extract can convert glucose to ethanol 
just like living yeast cells proving that the conversion is due to the enzymes present in the cells. 
The term “enzyme” was actually coined in 1876 by Kuhne derived from the Greek “en” meaning 
“in” and “zyme” meaning “yeast”. Numerous discoveries were made over the following decades 
but the real turning point for the use of enzymes in industry was made in the early 1960s when 
glucoamylase was shown to break down starch completely into glucose, and within a few years 
the  entire  glucose  production  industry  switched  from  acid  hydrolysis  to  enzyme  hydrolysis 
(Shanmugam 2009). In the last 20–30 years, enzymes have found their way into a large number 
of  industrial processes  including  the production of pharmaceuticals,  food, detergents, animal 
feed,  ethanol  and  even  diagnostics.  Today  it  is  estimated  that  the  global  industrial  enzyme 
market is worth approximately 3.3 billion USD per year (BIO030F 2011).  
World  enzyme  demand  grew  at  close  to  a  double‐digit pace  from  2003  to  2008,  helped 
significantly by the rapid increase in world energy prices which made enzyme‐related processes 
and  products  more  cost  effective  (Anon.  2009).  According  to  the  “European  Markets  for 
Enzymes  in  Industrial Applications” report (M145‐39 2007) the major objectives  in biocatalyst 
development are: 
1. The production of biocatalysts which are better, faster, less expensive and more versatile  
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2.  The  development  of  biocatalysts  that  can  catalyze  a  greater  range  of  reactions,  have 
higher temperature stability and improved solvent compatibility. 
I.2 Glucose Oxidase 
Glucose oxidase  (GOx)  (‐D‐glucose: oxygen‐1‐oxidoreductase; EC 1.1.3.4)  is  found mainly 
on  the surface of  fungi  (where  it helps protect against bacterial  infections) and also  in honey 
where it acts as a natural preservative (White, Subers, and Schepartz 1963). Interestingly, most 
of  the  known natural GOx enzymes  come  from  fungi  (Kriechbaum et al. 1989; Murray et al. 
1997; Witt et al. 2000). However, recent discoveries have shown that GOx is also present in the 
saliva  of  some  insect  larva where  it  inhibits,  by  an  unknown mechanism,  the  production  of 
natural insecticidal substances by plants (Musser et al. 2005).  
More  than 90% of GOx publications  focus on enzymes produced by Aspergillus niger and 
Penicillium amagasakiense. The A. niger GOx is a homodimeric enzyme with a molecular weight 
of  110–325  kDa,  depending  on  the  degree  of  glycosylation  (Kriechbaum  et  al.  1989).  Each 
monomer  folds  into  two  distinct  domains,  one  binding  non‐covalently  but  tightly  the  flavin 
adenine dinucleotide (FAD) cofactor and the other binding the β‐D‐glucose substrate (Swoboda 
1969). The dimer contains two disulfide bonds and two free sulfhydryl groups (Tsuge, Natsuaki, 
and Ohashi  1975).  The  glycosylated  enzyme  can  have  a  carbohydrate  content  of up  to  16% 
(w/w) consisting mainly of N‐linked and O‐linked mannose (80% (w/w) attached to asparagine, 
threonine and  serine  residues via glycosidic bonds  (Takegawa et al. 1989). GOx catalyzes  the 
oxidation  of  β‐D‐glucose  to  D‐glucono‐1,5‐lactone.  Molecular  oxygen  acts  as  the  electron 
acceptor and is reduced to hydrogen peroxide as shown in Figure 1 (Pazur and Kleppe 1964).  
The Michaelis–Menten constant (kM) of the A. niger GOx for β‐D‐glucose varies from 11 to 
40 mM (30°C, pH 5.0). This enzyme has a high specificity for β‐D‐glucose (kM = 20 mM, kcat = 400 
s‐1), but 2‐deoxy‐D‐glucose can also be accepted as substrate (kM = 29 mM, kcat = 200 s‐1). GOx 
has a pH optimum  in the 5.5–6.0  interval  (Hatzinikolaou et al. 1996) and shows 20% reduced 
activity at physiological pH (Bright and Appleby 1969). The optimal temperature of this enzyme 
is  20°C,  but  the  enzyme  is  stable  at  temperatures  below  50°C  (Kalisz  et  al.  1991).  GOx  is 
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inhibited by hydrogen peroxide  (one of  the  reaction products), halide  ions and heavy metals 
(Rogers and Brandt 1971). 
 
 
The  enzyme  species  most  widely  used  for  industrial  applications  comes  from  A.  niger 
probably because of the known gene sequence and 3D protein structure but also because of its 
commercial availability  (Leskovac et al. 2005). The natural host  is not  ideal  for  the  industrial 
manufacture of GOx because of the production of numerous other contaminants  (Witteveen, 
Veenhuis,  and  Visser  1992).  To  overcome  this  problem  Saccharomyces  cerevisiae  has  been 
selected  as  a  heterologous  host  for  production  of  recombinant GOx,  because  it  has  a well‐
defined  secretory  system  (Frederick  et  al.  1990).  The  secretion  of  foreign  proteins  can  be 
achieved  by  fusing  the  leader  peptide  of  the  yeast  α‐factor  pre‐pro‐sequence  to  the 
heterologous gene (Brake et al. 1984). The enzyme produced by S. cerevisiae shows extensive 
N‐linked hyperglycosylation  in comparison to the A. niger GOx (De Baetselier et al. 1991). The 
expression  of GOx  in  Escherichia  coli  generates  a  non‐glycosylated  enzyme,  but  this  usually 
accumulates within inclusion bodies (Witt, Singh, and Kalisz 1998). 
 
 
 
 
Figure 1 ‐ Glucose oxidase reaction. The product of the reductive half‐reaction, 
D‐gluconolactone, hydrolyses spontaneously to gluconic acid. In the oxidative half‐
reaction, reduced flavin is reoxidized to FAD by molecular oxygen (Witt et al. 2000).  
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I.3 Cellulases 
Lignocelluose  is  one  of  the  most  abundant  renewable  energy  sources  on  Earth. 
Approximately 100 billion tons of carbon per year is thought to be fixed by photosynthesis and 
half  is  in  the  form  of  cellulose  (Ryu  and Mandels  1980).  Interest  in  the  decomposition  of 
cellulose  to  yield  soluble  sugars  can  be  traced  back  to  the  1950s,  and many  advances  in 
cellulose research have been reported since then with applications in the food, brewing, wine, 
animal  feed,  pulp/paper,  agriculture  and  renewable  energy  industries  (Bhat  2000).  The 
importance  of  such  enzymes  is  highlighted  by  the  fact  that  cellulases,  hemicellulases  and 
pectinases account for 20% of the global enzyme market (Mantyla, Paloheimo, and Suominen 
1998).  
Cellulose is a linear biopolymer composed of glucose units linked by β(1‐4) glycosidic bonds. 
Cellulase  activity  is  a  complex process because  the natural degradation of  cellulose biomass 
requires  a mixture  of hydrolytic  enzymes  comprising  endo‐acting  (endoglucanases)  and  exo‐
acting  cellulases  (cellobiohydrolases)  (Dashtban,  Schraft,  and  Qin  2009).  Both  enzymes  are 
inhibited by  their products, so  the efficient hydrolysis of cellulose  requires  the presence of a 
β‐glucosidase that cleaves the final glycosidic bonds of cellobiose and produces glucose (Maki, 
Leung,  and Qin  2009).  In  addition, non‐hydrolytic helper proteins  known  as  swollenins  form 
part of the hydrolytic complex, and act to make the cellulose substrate more accessible to the 
endo and exo‐acting enzymes (Saloheimo et al. 2002). 
The  decomposition  of  cellulose  into  soluble  sugars  can  be  achieved  chemically  or 
biologically.  In  the  chemical  process,  the  raw material must  be  treated  with  strong  acids, 
resulting  in product  losses  and equipment damage.  Enzyme‐based  approaches  are  therefore 
advantageous in principle, but the cost/efficiency ratio of enzymes is not yet competitive (Van 
de Vyver et al. 2011).  
Many  fungi  and  bacteria  possess  cellulosic  activity  but  Trichoderma  species  seem  to 
produce the most effective cellulase complexes which also happen to be resistant to chemical 
inhibitors.  These  cellulases  also  have  disadvantages  such  as  the  inability  to  digest  lignin, 
inactivation  under  typical  bioreactor  conditions  (50°C  for  48  h),  low  specific  activity  and 
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feedback  inhibition  by  sugars  (Ryu  and Mandels  1980).  All  these  properties  are  therefore 
important targets for enzyme improvement. 
I.4 Directed Evolution 
Directed evolution is a protein engineering method used to generate proteins with novel or 
improved functions compared to their natural counterparts. Directed protein evolution differs 
from  natural Darwinian  evolution  because  it  requires  external  intelligence  rather  than  pure 
chance,  it does not  create new  species  (macroevolution) but  improvements within a  species 
(microevolution),  and  it  does  not  take millions  of  years  but  happens  rapidly  (Stemmer  and 
Holland  2003).  The  first  laboratory  experiments  in  this  field were  performed  by  Spiegelman 
who  introduced  the  concept  of  “evolution  in  a  test  tube”  (Mills,  Peterson,  and  Spiegelman 
1967). Since then the protein engineering field has blossomed, with success stories spanning a 
wide  range  of  applications,  including  biotransformation  for  chemical  synthesis  (Jaeger  and 
Eggert 2004), bioremediation (Furukawa 2003), biosensors (Doi and Yanagawa 1999), vaccines 
(Locher et al. 2004), therapeutic proteins (Kurtzman et al. 2001) and protein structure function 
relationships (Lee et al. 2000).  
A  typical  directed  evolution  experiment  includes  four major  steps  (Matsuura  and  Yomo 
2006): 1) diversity generation, 2) cloning and expression of variants, 3) screening for improved 
variants, and 4) isolating the gene encoding the improved protein variant (Figure 2). 
 
 
Figure  2  ‐  General  overview  of  a  directed  evolution  experiment 
(modified after Matsuura and Yomo 2006).
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The fundamental challenges in directed evolution experiments are how to create unbiased 
diversity and how to scan through a statistically meaningful fraction of the resulting sequence 
space (Tuck Seng Wong, Zhurina, and Schwaneberg 2006).  
I.5 Diversity Generation 
Many  mutagenesis  methods  have  been  developed  over  the  last  30  years  although 
comprehensive comparative studies have not been carried out. PCR‐based methods, especially 
epPCR  (error prone PCR) are used  the most  frequently. Taq DNA polymerase  (from Thermus 
aquaticus) lacks a 3’→5’ proofreading exonuclease activity, and is used in epPCR because it has 
an  intrinsic high error rate of 8.0 x 10‐6 mutations/bp/duplication  (Cirino, Mayer, and Umeno 
2003).  This  achieves  approximately  one  substitution  per  125,000 bp per  PCR  cycle, which  is 
insufficient  to  randomize genes  that  seldom exceed 2000 bp  in  length. The error  rate of  the 
polymerase  can  be  increased  by  using MnCl2,  unbalanced  nucleotide  concentrations,  longer 
extension  times,  and  increased  concentrations of MgCl2  (Cadwell  and  Joyce  1992). Different 
polymerases with higher error rates can also be used, like the mutazyme polymerase (Hogrefe 
et al. 2002) or an engineered Pfu polymerase (Pfu‐Pol (exo‐) D473G) (Biles and Connolly 2004). 
In theory, the concentration of nucleotides or MnCl2 could be controlled to adjust the error rate 
to achieve an average of one, two or more amino acid substitutions per protein sequence. 
The advantages of epPCR methods are  their  robustness and simplicity. But  there are also 
disadvantages  like  the  high  number  of  transitions  which  give  hot  and  cold  spots  for 
mutagenesis in a protein sequence, the lack of consecutive nucleotide exchange which makes it 
impossible to obtain some amino acids substitutions, and the large number of stop codons and 
disruptive amino acids like Gly and Pro (Tuck Seng Wong, Roccatano, and Schwaneberg 2007). 
Due  to  the  redundancies  in  the  genetic  code  and  to  the  biased mutational  spectra  of DNA 
polymerase, epPCR methods  are  limited  in  their  ability  to  create diversity on  the  gene  level 
(Patrick, Firth, and Blackburn 2003). 
The  inherent bias of epPCR methods can be  reduced but  the high resulting diversity begs 
the question as to whether it is desirable to create extremely large random libraries rather than 
more focused high‐quality ones. This means that the libraries should contain a  low proportion 
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of the template gene and few stop codons, they can be focused on certain types of amino acid 
exchanges such as charged or hydrophobic residues, or they can be focused onto localized parts 
of the protein sequence.  
Another popular method for diversity generation  is DNA shuffling (Muller and Arndt 2007; 
Jackel, Kast, and Hilvert 2008). The principle is based on recombining different gene sequences 
using multiple PCR  cycles  (Muller  and Arndt  2007;  Jackel, Kast,  and Hilvert  2008).  The most 
common form of this method starts from one or multiple genes that are digested by DNase to 
form double stranded DNA  fragments of 10–50 bp. Multiple  rounds of strand separation,  re‐
annealing and amplification  then  reassemble  the  full‐length gene. More  than 60%  identity  is 
usually  needed  between  the  sequences  that  are  recombined  (Powell  et  al.  2001). Multiple 
variations of this method exist with improved parameters (Reiter et al. 2007; Coco et al. 2001; 
Fujii, Kitaoka, and Hayashi 2006; Herman and Tawfik 2007). However, all these methods involve 
a certain degree of self‐hybridization among the starting genes, which lowers the quality of the 
mutant library due to the high proportion of starting sequences (Reetz 2008). 
Rational and  semi‐rational  library design  can also be used  for directed evolution but  this 
requires  some  structural knowledge  in order  to make appropriate decisions about  the  target 
residues. Once a target has been decided, the normal approach is to saturate that position with 
all 19 possible amino acid substitutions (Hogrefe et al. 2002).  
Another semi‐rational approach is based on consensus engineering, which is generally used 
to increase protein stability. This is based on the hypothesis that the consensus residue at any 
position in a group of aligned homologs is beneficial in terms of protein stability because it has 
been  conserved  during  the  natural  evolution  of  the  protein  (Lehmann & Wyss,  2001).  This 
remains an imprecise technique because all the residues present in a consensus sequence may 
not  necessarily  increase  protein  stability  or  activity.  For  example,  in  a  study  of  the  GroEL 
chaperones,  34  amino  acid  substitutions which  occur with  less  than  35%  frequency  in  their 
respective  positions  in  the  alignment were  chosen  for  analysis.  From  these  only  13  proved 
beneficial, 5 were neutral and 16 were destabilizing. However when amino acids that occurred 
with less than 20% frequency were selected, 13 of 18 positions proved beneficial (Wang et al. 
1999). The consensus approach is emerging and some fine tuning may be needed, but it has the 
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potential  to  achieve  improvements  in  a  protein  that would  otherwise  take months  or  even 
years using classical directed evolution involving multiple cycles of evolution and the screening 
of millions of mutants. 
 
I.6 High Throughput Screening (HTS) 
In directed evolution, the production of an extensive and unbiased library is important, but 
the  availability  of  a  genuinely  high‐throughput  screening  system  for  the  targeted  activity 
remains  a  significant  bottleneck  (T  S  Wong  et  al.  2005).  Although  HTS  assays  have  been 
developed  to  screen  for  binding  interactions  (Fields  and  Song  1989;  Feldhaus  et  al.  2003; 
Georgiou 2000; Roberts 1999) selection based on enzyme activity is much more challenging.  
 
The  most  common  screening  methods  are:  (1)  colorimetric  or  fluorometric  assays  in 
microtiter plates (MTPs) (Cohen et al. 2001); and (2) solid‐phase screening on agar plates, filters 
or membranes  (Lin  and Cornish 2002). MTP methods  are  generally expensive,  laborious  and 
achieve only a moderate throughput (103‐105), and although solid‐phase methods are cheaper, 
they  are  less  sensitive  and  more  difficult  to  implement  although  with  a  slightly  higher 
throughput  (104‐106)  (M.  Olsen,  Iverson,  and  Georgiou  2000).  Flow  cytometry  (Figure  3)  is 
emerging  as  the most  promising  approach  because  ultra‐high‐throughput  screening  can  be 
 
Figure 3 – Flow chart for FACS screening of gene libraries. 
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achieved (>107 per hour) (Aharoni et al. 2005) even though signal detection can be  limited to 
fluorescence and accuracy can be impaired by dye diffusion (S. Becker et al. 2004).  
The flow cytometer was developed in the 1970s and rapidly became an essential instrument 
for biological research, with many applications in medicine (Craig and Foon 2008; Campana and 
Coustan‐Smith 2004; Lenkei et al. 1998). State‐of‐the art flow cytometers can analyze up to 13 
parameters (forward scatter, side scatter, and 11 fluorescence colors) per cell at rates of up to 
100,000 cells per second (Givan 2001). More recently, the technique has been used in the areas 
of bacterial genetics and protein engineering (Daugherty, Iverson, and Georgiou 2000).  
Regardless of the screening or selection method, it is necessary to maintain a link between 
the  genotype  and  phenotype  of  the  target  enzymes  in  order  to  isolate  improved mutants 
(Mastrobattista et al. 2005). In the case of MTP assays, this connection  is maintained because 
individual wells can be matched to the corresponding clones. Linking is more difficult to achieve 
in FACS analysis and usually  involves some  form of  in vitro compartmentalization. This  is why 
flow  cytometry  screening  for  improved  mutants  has  been  restricted  to  the  intracellular 
expression of the mutated protein and to cases where the diffusion of the fluorescence product 
can be controlled (Kawarasaki et al. 2003) or where it can be trapped on the cell surface (M. J. 
Olsen et al. 2000).  
Griffiths and Tawfik have developed  in vitro compartmentalization methods  involving  the 
restriction  of  cells  and  genes  in  aqueous microdroplets  dispersed  in  water‐in‐oil  emulsions 
(Tawfik and Griffiths 1998). This means the gene and the product of the enzyme reaction are 
entrapped within  artificial  compartments  that mimic  the  role  of  the  cell membrane  during 
natural  evolution.  Furthermore,  fluorescent  aqueous  droplets  in  water‐oil‐water  double 
emulsions can be sorted by FACS and can be recovered intact without content loss (Bernath et 
al. 2004). Cells expressing the gene/enzyme of interest are encapsulated in the water‐oil‐water 
compartments  together with  the components necessary  for  the  fluorescence assay. After  the 
fluorescent product develops the droplets can be sorted using the flow cytometer (Figure 4).  
The authors proved the feasibility of the technology using two examples: directed evolution 
of  thiolactonases where  the enzyme was expressed  in E. coli cells subsequently entrapped  in 
double emulsions  (Aharoni et al. 2005), and directed evolution of  β‐galactosidase where  the 
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enzyme was expressed directly in double emulsions by in vitro translation (Mastrobattista et al. 
2005). 
 
 
I.7 Fluorescence Assays  
The  first  rule of directed  evolution  is  “you  get what  you  screen  for”  (Arnold  and Volkov 
1999),  thus  screening  platforms must  be  designed  carefully  based  on  the  precise  catalytic 
activity  that  is sought, preferably using natural substrates. The use of artificial substrates can 
select for proteins that bind artificial substrates in preference to natural ones, e.g. the directed 
evolution  of  glycosyltransferase  CstII  identified  a  mutant  that  bound  to  the  fluorescent 
indicator dye strongly but was no more active than the wild‐type enzyme in the presence of the 
natural substrate (Aharoni et al. 2006).  
Since this project  involved  the development of a HTS assay based on FACS detection,  it  is 
also very important that the assay is compatible with flow cytometry detection systems. One of 
 
Figure 4 The principle of FACS using water‐in‐oil‐in‐water double emulsions. The cells or genes 
expressing  the  gene  of  interest  are  encapsulated  in  the  double  emulsions  together  with  the 
components  necessary  for  the  detection  of  enzyme  activity.  After  the  fluorescence  product  is 
formed,  the  droplets  can  be  sorted  by  the  flow  cytometry.  Multiple  rounds  of  sorting  can  be 
employed  in  order  to  increase  the  purity  of  the  final  population  of  droplets.  Modified  after 
(Mastrobattista et al. 2005; Aharoni et al. 2005). 
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the products (or substrates) must be distinguished by the FACS  lasers and  fluorescence filters 
and must not cross‐react with any other components used in the screening process. 
 
I.7.1 Fluorescence assays for GOx 
There are numerous fluorescence assays in the literature for the detection of GOx activity. 
However most are incompatible either with the FACS detection system or with the cell system 
itself. The drawbacks of most of these assays are discussed  in one of our previous papers  (R. 
Prodanovic et al. 2012). As discussed above, the connection between the gene and the product 
of the enzymatic reaction detected  in the assay must be maintained, either by constraining  in 
the wells of  the MTP or using emulsions  in  the FACS screening system.  In  the  latter case  the 
product of  the enzymatic  reaction  is a  fluorescent  soluble compound  that,  if not enclosed,  it 
would diffuse away from the cell responsible for producing it. An example of this type of sorting 
is discussed in our ViPer assay paper (R. Prodanovic et al. 2012) and other publications (Aharoni 
et al. 2005; Mastrobattista et al. 2005). Another way of maintaining  the connection between 
genotype  and  phenotype  is  to  use  a  fluorescence  assay  that  covalently  stains  the  cells 
responsible  for  the  enzymatic  activity.  The  tyramide  fluorescein  assay  stains  yeast  cells  by 
binding  the  fluorescence‐labeled  tyramine  to  tyrosine  residues on  the cell  surface  (Figure 5). 
Since the encapsulation efficiency of yeast cells in double emulsions is less than 20%, covalent 
staining of the yeast surface increases the sorting speed by at least 10‐fold.  
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I.7.2 Fluorescence assays for cellulases 
Cellulase  assays  can  be  classified  in  three  main  groups:  1)  those  detecting  product 
formation; 2) those monitoring substrate consumption; and 3) those monitoring changes in the 
physical properties of the substrate (P. Y.‐H. Zhang et al. 2006). 
Most assays belong to the first group, generally involving the detection of reducing sugars. 
The most  common  is  the  filter  paper  assay, which  is  the  IUPAC  standard  procedure  for  the 
measurement of cellulase activity. Whatman  filter paper  is used as a substrate and  the assay 
detects the formation of reducing sugars using 3,5‐diniotrosalycilic acid (DNS) (Miller 1959). The 
samples need to be boiled extensively to promote color development (Y. H. P. Zhang, Hong, and 
Ye 2009). This method has been optimized for the MTP format (Xiao, Storms, and Tsang 2004) 
but  is  generally  non‐reproducible,  time‐consuming,  labor‐intensive  and  has  a  low  sensitivity 
(Dashtban et al. 2010). 
Methods based on the detection of reducing sugars have also been developed to screen for 
endoglucanase activity, using carboxymethyl‐cellulose substrates. The reaction is performed at 
pH  4.8  and  50°C  (Mandels, Andreotti,  and Roche 1976)  after which  the  reducing  sugars  are 
detected  either  by HPLC  (Fujita  et  al.  2002),  the GOx/peroxidase  reaction  (Trinder  1969)  or 
 
Figure 5 Tyramine‐fluorescein labeling of proteins. 
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using  a  suitable  colorimetric method  such  as  the  Somogyi‐Nelson  reaction  in which  copper 
oxide acts as an inorganic oxidant (Green, Clausen, and Highley 1989).  
Invitrogen  (Carlsbad, USA) markets a cellulase activity assay kit based on  the detection of 
the  reducing sugars using a coupled GOx/peroxidase  reaction  involving Amplex  red. However 
the  products  of  the  cellulose  hydrolysis  reaction  are  not  glucose  but  cellobiose  and  other 
polysaccharides. Since GOx  is highly  specific  for glucose and has very  low activity with other 
sugars  (Keilin  and  Hartree  1952)  this  assay  does  not  provide  an  accurate  determination  of 
cellulase activity unless the specific target is β‐glucosidase activity.  
Other types of cellulase assays, mostly used for exoglucanases and β‐glucosidases, employ 
an artificial  substrate  that  releases a chromophore or a  fluorophore after hydrolysis,  such as 
4‐methylumbelliferyl‐β‐cellobiose  (Boschker,  Cappenberg,  and  Using  1994),  Lucifer‐yellow‐
cellulose (Tang, Rowell, and Cumming 1995), resorufin‐β‐D‐cellobioside (Coleman, Studler, and 
Naleway 2007) and fluorescent microfibrils (Helbert et al. 2003). However, all these assays use 
unnatural substrates and therefore pose the risk of selecting for enzymes that happen to favor 
these substrates over natural cellulose. 
Other  assays  use  agar  plates  containing  cellulosic  substrates  and  colonies with  cellulase 
activity consume the cellulose around them. The agar plates are then stained with dyes such as 
Gram’s  iodine  (Kasana  et  al.  2008),  hexadecyltrimethyl  ammonium  bromide  (Hankin  and 
Anagnostakis 1977) or Congo Red (Teather and Wood 1982) allowing the identification of halos 
formed around microbes  containing  cellulase activity. These methods  can be used  to  screen 
large numbers of colonies but they are only plus/minus (qualitative) procedures since no linear 
relationship  can  be  established  between  halo  zones  and  enzyme  activities  (Dashtban  et  al. 
2010). 
The highest throughput cellulase assay currently available is based on the MTP format, but 
these  employ  unnatural  substrates  or  detect  reducing  sugars  using  a GOx‐coupled  reaction, 
with  the disadvantages noted above. GOx/peroxidase‐coupled assays are better because any 
natural or artificial substrate can be used. GOx  is highly  specific  for glucose, but  this sugar  is 
formed in low amounts during cellulose hydrolysis, so this type of coupled assay does not give a 
true representation of the cellulase activity. By adapting a novel GOx fluorescence assay (ViPer), 
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previously developed for the detection of GOx activity, the fluorescent products of the reaction 
were found to be compatible with the HTS of double emulsions using FACS (R. Prodanovic et al. 
2012). For the cellulase assay, the same principle was applied but substituting GOx for hexose 
oxidase (HOx), because this has a much broader substrate specificity and can use D‐glucose, D‐
galactose, maltose,  cellobiose  and  lactose  as  substrates  (Hansen  and  Stougaard  1997).  This 
makes  it  possible  to  detect  a much wider  range  of  sugars  formed  during  cellulase  activity, 
starting from any natural or artificial cellulosic substrate.  
 
 
 
 
 
I.8 Enzyme‐induced Polymerization 
Alginates are  linear unbranched polymers containing β(1,4)‐linked D‐mannuronic acid  (M) 
and α(1,4)‐linked L‐guluronic acid (G) residues (Figure 6a) (Heng, Chan, and Wong 2003). They 
represent a class of copolymers usually found  in the brown algae such as Macrocystis pyrifera 
and Laminaria hyperborean, but also produced by bacteria such as Azotobacter vinelandii, A. 
chroococcum  and  several  Pseudomonas  species.  The  ratio  of  alternating  residues  differs 
according  to  the  source  organism,  and  the  different  monomer  ratios  lead  to  preferred 
copolymer  conformations  (Sabra,  Zeng,  and  Deckwer  2001).  The  free  carboxylic  acids make 
hydrogen  bonds with water molecules  (pKa M  3.38,  pKa G  3.65).  Ca2+  ions  can  replace  this 
hydrogen bonding,  zipping  the  guluronate  chains  together, but not  the mannuronate  chains 
(Figure 6b) (Draget et al. 2003).  
The main application of alginate is as a matrix polymer for the microencapsulation of drugs 
(Tonnesen and Karlsen 2002), proteins (Coradin, Nassif, and Livage 2003), cells (Smidsrod and 
Skjak‐Braek 1990) and DNA (Quong et al. 1998).  
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Microencapsulation in calcium alginate beads has been explored in various techniques, each 
with  advantages  and  disadvantages.  The  most  common  preparation  method  for  calcium 
alginate microspheres  is extruding  sodium alginate  solution as droplets  into  calcium  chloride 
solution, which  generates beads  larger  than  100 µm  (Heng, Chan,  and Wong  2003).  Smaller 
particles  can be generated by emulsification methods  (Chan, Heng, and Wan 1997). Alginate 
microspheres have pore sizes of 6.8–16.6 nm (Klein, Stock, and Vorlop 1983), depending on the 
diameter  of  the  beads.  Producing  microbeads  in  which  the  capsule  membrane  has  a 
controllable weight cut off can be achieved by coating the bead surface with poly‐L‐lysine (PLL), 
by adjusting the alginate‐PLL reaction time, the molecular weight of the PLL, the concentration 
of PLL and by mixing PLL preparations with different molecular weights (King et al. 1987).  
Peroxidase is often used for the polymerization of phenol derivatives under mild conditions 
(Fukuoka, Uyama, and Kobayashi 2004; Kurisawa et al. 2005). Sakai et al. developed a phenol‐
substituted  alginate  which  could  form  cell‐enclosing  capsules  for  biomedical  applications. 
Phenol‐substituted  alginates  can  be  synthesized  from  alginate  and  tyramine  using  aqueous 
phase carbodiimide activation chemistry. Horseradish peroxidase (HRP) causes the gelation of 
the phenol alginate in the presence of peroxide (Sakai and Kawakami 2007) (see Figure 7). We 
can couple the GOx reaction to the gelation of tyramine alginates thus creating a new screening 
system based on GOx activity.  
 
 
Figure  6  ‐  a.  Structural  unit  of  alginates.  b.  Ca2+  ion  complexes  with  the 
guluronate chains (Draget et al. 2003). 
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I.9 Project Objectives 
From  an  industrial  point  of  view  both GOx  and  cellulase  are  important  enzymes, with  a 
combined market  value  of more  than  7 million  USD  per  annum  (Godfrey  and West  1996; 
Newman and Turner 2005). High specific activity is the most desirable property because less of 
the  enzyme  is  needed  to  complete  the  process  and  this  can  significantly  reduce  production 
costs. As well as meeting  these  industrial  criteria by developing better  catalysts,  this project 
also set out to establish novel HTS systems for two different enzyme classes (oxidases and sugar 
hydrolases). We selected GOx and cellulase as our model enzymes, reflecting their importance 
as industrial biocatalysts. We set out to create a reliable screening system because this remains 
the bottleneck in any directed evolution approach (Gumulya and Reetz 2011). 
I.10 Project Overview 
We  aimed  to  develop  a  novel  HTS  system  for  the  selection  of  enzymes  with  tailored 
properties, based on FACS in double emulsions (Figure 8).  
Figure  7  a.  Formation  of  alginate  tyramine  conjugate.  b.  The 
gelation of alginate–tyramine conjugates by HRP‐catalyzed oxidative 
coupling of phenols (Sakai and Kawakami 2007). 
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GOx  is used  in  the  food  industry  to  remove oxygen  from beverages  (Labuza  and Breene 
1989), as a source of hydrogen peroxide for food preservation (C. M. Wong, Wong, and Chen 
2008),  for  improving  dough  quality  (Rasiah  et  al.  2005)  and  as  a  stabilizer  for  some  food 
additives  (James and K Simpson 1996).  In pharmaceutical and analytical biochemistry, GOx  is 
used  for the quantitative determination of glucose  levels  (M Rossi, D Quach, and Rosenzweig 
2004)  and  in  the medical  field  it  is  an  important  component of biosensors  (G Wagner et  al. 
1998) and generators using blood glucose as  the energy  source  (Pizzariello, Stred’ansky, and 
Miertus  2002).  The  improvement  of GOx  activity would  therefore  benefit  a  broad  range  of 
applications,  but  this  project  focused  on  the  properties  of  GOx  required  for  its  use  in  the 
production of miniaturized biofuel cells. We aimed  (1)  to  increase electron  transfer  from  the 
electrode  to  the  enzyme  (increase  enzyme  activity);  and  (2)  to  improve  GOx  activity  under 
physiological  conditions, which  differ  from  the  optimal  conditions  of  the wild  type  enzyme 
(increased activity at pH 7.4, reduced value of kM for glucose). 
Cellulases are widely used in food processing (Kasai et al. 2006), textile manufacture and in 
laundry  detergents  (Kudriashova  et  al.  2009),  they  are  used  in  the  pulp  and  paper  industry 
(Prasetyo et al. 2011), in the conversion of biomass to biofuels (McMillan et al. 2011) and in a 
pharmaceutical  context  to  remove  undigested  plant  material  (phytobezoars)  from  the  gut 
(Fernández Morató et al. 2009). The  improvement of cellulases would  therefore also provide 
benefits  in many  industries,  thus we sought  to develop a FACS‐based screening system using 
natural cellulase substrates.  
In fulfilling these objectives we have developed HTS systems for both enzymes, establishing 
fluorescence assays  tailor‐made  for screening  the desired activities, but  the principles can be 
applied to all glycosidases and all oxidases. Improved GOx mutants were identified by screening 
gene libraries created using the consensus approach.  
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Figure 8 Flowchart of the PhD thesis work. The first step focused on technology development, e.g. finding the best way 
to  create mutant  gene  libraries, developing  a  reliable HTS  system  and  finding  suitable  expression hosts  for  the  selected 
enzymes. The second step focused on applying the developed technology to screen mutant gene libraries. 
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II Materials	and	Methods	
II.1 General Recipes for Media 
II.1.1 LB media (Bertani 1951) 
We prepared 0.5% (w/v) yeast extract, 1% (w/v) peptone, 1% (w/v) NaCl, pH 7.4. The media 
was autoclaved at 120°C  for 20 min. Agar plates were prepared by adding 1.5% agar before 
autoclaving. After the media cooled to 60°C, we added 100 µg/mL ampicillin, mixed thoroughly 
and poured the media into Petri dishes.  
II.1.2 YNB CAA Glu/Gal, Raf (Karst, Sadeghi, and Menees 1999) 
We  prepared  0.51%  (w/v)  ammonium  sulfate,  0.16%  (w/v)  yeast  nuclear  base  without 
ammonium  sulfate or amino acids, 0.5%  (w/v) casamino acids. The media was autoclaved at 
120°C for 20 min. Glucose solution was autoclaved separately and added to the media at a final 
concentration of 2%  (w/v). Gal/Raf media was prepared by  filter  sterilizing  the  solutions and 
adding to  final concentrations of 2% (w/v) galactose and 1% (w/v) raffinose. Chloramphenicol 
(50 µg/mL) was added to the media if necessary. Agar plates were prepared as above. 
II.1.3 YPD (Kaiser, Michaelis, and A. Mitchell 1994) 
We prepared 1% (w/v) yeast extract, 2% (w/v) peptone, 0.008% (w/v) adenine hemisulfate. 
The media was autoclaved at 120°C for 20 min. Glucose solution was autoclaved separately and 
added  to  the media  at  a  final  concentration of 2%  (w/v).  Zeocin was  added  to  the media  if 
necessary at different concentrations. Agar plates were prepared as above. 
II.1.4 BMGY/BMMY (Invitrogen 2010) 
We  prepared  1%  (w/v)  ammonium  sulfate,  0.34%  (w/v)  yeast  nuclear  base  without 
ammonium sulfate or amino acids, 1%  (w/v) yeast extract and 2%  (w/v) peptone. The media 
was autoclaved at 120°C for 20 min before supplementing with 100 mM potassium phosphate 
buffer pH 6.0  (autoclaved) and 0.00004%  (w/v) biotin  (filter  sterilized). Glycerol  solution was 
autoclaved separately and added to the media at a final concentration of 2% (v/v). To prepare 
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BMMY medium, we added methanol  to a  final  concentration of 0.5%  (v/v). Chloramphenicol 
(50 µg/mL) was added to the media if necessary. Agar plates were prepared as above. 
II.2 Directed Evolution of Glucose Oxidase 
II.2.1 ABTS MTP assay 
For  rapid  confirmation of GOx activity, we used  the MTP plate  format of  the ABTS assay 
modified after (Zhu et al. 2006). Samples (1–10 µL) were added to an ABTS mix comprising 300 
mM glucose, 1 U/mL HRP and 4 mM ABTS. Absorbance was monitored at 405 nm for 10 min. 
The absorption coefficient of oxidized ABTS is εABTS ox = 36.8 cm2/µmol. 
II.2.2 Synthesis of fluorescein tyramide 
Fluorescein tyramide was synthesized as described (Van Gijlswijk et al. 1997) using 20 mM 
5/6‐carboxyfluorescein  succinimidyl  ester  (Pierce,  Illinois, USA)  in  dimethylformamide  (DMF) 
mixed  with  25 mM  triethylamine  and  20 mM  tyramine  HCl  (Sigma‐Aldrich  Chemie  GmbH, 
Munich, Germany) also in DMF. The mix was kept at room temperature for 2 h in the dark and 
ethanol was added in order to obtain a 2 mM fluorescein tyramide solution which was kept at 
4°C until required. Carboxy coumarin tyramide was obtained using the same synthesis protocol 
starting from N‐succinylimidil 7‐methoxy coumarin‐3‐carboxylate (Pierce, Illinois, USA). 
II.2.3 Creation of mutant libraries 
The consensus library was created using the Quick Change Multi site‐directed mutagenesis 
kit (Agilent Technologies, Santa Clara, USA) comprising PCR enzymes and E. coli XL10 Gold ultra‐
competent  cells.  Site‐directed  primers  were  designed  at  16  relevant  positions  and  were 
synthesized by Eurofins MWG Operon (Ebersberg, Germany). The PCR was performed according 
to  the manufacturer’s  instructions using  the GOx  sequence  cloned  in pCTCON2  (containing a 
c‐myc  tag)  as  the  template  (400  pg/µL)  and  the  primers  adjusted  to  200  nM.  The  cycling 
conditions were 95°C  for 1 min, 1 cycle; 95°C  for 1 min/55°C  for 1 min/65°C  for 16.5 min, 30 
cycles; 65°C  for 20 min, 1 cycle, after which  the products were digested with DpnI  for 3 h at 
37°C and stored at 4°C until required.  
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Single stranded PCR products were  introduced into E. coli XL10 Gold cells according to the 
manufacturer’s protocol and the transformants were plated on LB Amp agar and grown at 37°C 
for 16 h. The cells from all the plates were collected  in  liquid LB Amp media and re‐grown for 
another 16 h at 37°C, 160 rpm. The DNA was then isolated using the Macherey‐Nagel Plasmid 
DNA kit (Düren, Germany).  
II.2.4 Transformation of S. cerevisiae EBY 100 cells 
The  S.  cerevisiae  EBY  100  strain  and  the  pCTCON2  vector were  kindly  provided  by Dane 
Wittrup  (MIT, MA, USA).  The DNA was  introduced  into  yeast  cells  (Gietz  and  Schiestl  2007) 
using a 2.5‐h 42°C heat shock. After transformation, the cells were grown directly  in YNB‐CAA 
glucose  medium  for  48  h  at  27°C,  160  rpm.  To  induce  GOx  expression,  the  cells  were 
transferred to YNB‐CAA Gal/Raf media and grown at 27°C, 160 rpm, for 16‐18 h and then used 
for FACS experiments. 
II.2.5 Fluorescence staining of yeast cells without compartmentalization 
Yeast  cells  expressing GOx were washed  three  times  in  PBS  and  diluted  to  109  cells/mL 
(OD600 = 1 is equivalent to 2 x 107 cells/mL). A 25 µL suspension containing 107 cells was mixed 
with  10  U/mL  HRP  (AppliChem  GmbH,  Gatersleben,  Germany)  and  with  the  specified 
concentrations of tyramide‐fluorescein or tyramide‐AMCA.  
II.2.6 Enzymatic assay for FACS 
Yeast  cells  expressing GOx were washed  three  times  in  PBS  and  diluted  to  109  cells/mL 
(OD600 = 1  is equivalent  to 2 x 107 cells/mL). A 25‐µL  suspension containing 107 cells, 20 µM 
tyramide‐fluorescein,  10  U/mL  HRP  (AppliChem  GmbH,  Germany)  and  5  U/mL  almond 
β‐glucosidase  (Sigma‐Aldrich Chemie GmbH, Germany) was added  to 500 µL 1.5% Abil Em 90 
(Tego,  Germany)  in  LMO  (Sigma‐Aldrich  Chemie  GmbH,  Germany).  The mix  was  emulsified 
using  a  MICCRA  D‐1  dispenser  at  8000  rpm  for  3  min  on  ice  and  supplemented  with 
octylglucoside (Sigma‐Aldrich Chemie GmbH, Germany) from a 37 mM solution in ethanol. The 
emulsion was vortexed for 30 s and incubated for 30 min at room temperature.  
I I . Materials and Methods    P a g e  | 27 
	
Cells were  recovered  from  the  emulsion  by  stirring  (5 min,  1200  rpm) with  1 mL  LMO 
containing 3%  (v/v) Span 80  (Sigma‐Aldrich Chemie GmbH, Munich, Germany). The emulsion 
was centrifuged (2 min, 14,000 x g), the supernatant discarded and the cells were rinsed three 
times with LMO containing 3% (v/v) Span 80, twice with PBS containing 0.5% (v/v) Triton X‐100 
(Sigma‐Aldrich Chemie Gmbh, Munich, Germany) and finally three times with 0.1% (w/v) BSA in 
PBS. The cells were resuspended in 100 µL of the BSA solution, 30 µg/mL of mouse anti c‐myc 
antibody  (Abcam, Cambridge, UK) was  added  and  the mixture was  shaken  gently  for 1 h  at 
30°C. The cells were washed again three times with 0.1% (w/v) BSA in PBS and resuspended in 
100  µL  of  the  same  solution.  The  secondary  anti‐mouse  IgG  antibody  was  added  and  the 
mixture was  incubated at 4°C  for 1 h. The secondary antibody was either goat anti‐mouse Fc 
IgG phycoerythrin (Pierce,  Illinois, USA) (1:100 dilution) or goat anti‐mouse Fc  IgG Dylight 650 
(Abcam,  Cambridge, UK)  (1:50  dilution).  Before  FACS  analysis,  the  cells were washed  three 
times in 0.1% (w/v) BSA in PBS and finally resuspended in 1 mL PBS.  
The  cells were analyzed using a BD  FACS Diva  (NJ, USA)  flow  cytometry  system with  the 
trigger parameter set on forward scattering. The analysis rate was 1000–5000 events/s and the 
sorting  speed was 10–100 events/s. The 488  and 647 nm  laser excitation wavelengths were 
used for detection and emissions were detected using 530 and 670 nm filters. The positive cells 
were  gated  on  a  fluorescence  double  plot  as  specified  in  each  experiment.  The  cells were 
sorted in the single cell mode onto YNB‐CAA glucose chloramphenicol agar plates or into MTP 
wells containing 100 µL YNB‐CAA glucose liquid medium plus 50 µg/mL chloramphenicol. 
II.2.6.1 Agar plate ABTS assay 
After  FACS,  the  cells were  grown  at  27°C  for  3  d,  replica  plated  onto  YNB‐CAA Gal/Raf 
medium and cultivated  for another 24 h. Screening medium was prepared by mixing 2% agar 
with an equal volume of ABTS solution containing 333 mM glucose, 1.75 U/mL HRP and 7 mM 
ABTS. This was poured over  the agar cell plates. Green halos were observed around colonies 
with GOx activity. 
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II.2.6.2 MTP analysis after FACS sorting 
We used a previously‐described protocol (Zhu et al. 2006; Baron et al. 1994; Sun et al. 2001) 
modified as follows. The cells were sorted into MTP wells and grown for 2 d at 30°C, 450 rpm, 
80%  humidity.  The  plates  were  sealed  with  Parafilm  to  prevent  evaporation.  We  then 
transferred 5 µL of the cell culture  to new MTP wells containing 25 µL YNB CAA Glu medium 
and  the cells were allowed  to grow  for a  further 24 h before adding 80 µL YNB CAA Gal/Raf 
medium and growing for another 24 h.  
We resuspended 5 µL of the above cells  in 70 µL PBS and the OD600 was determined, then 
70 µL ABTS solution was added and  the kinetics were measured at 405 nm every 20 s  for 10 
min.  Two  measurements  were  taken  from  each  culture,  one  using  4  mM  ABTS  solution 
containing 250 mM glucose and 1 U/mL HRP, and one with the same components but only 5 
mM glucose. 
For each well measurement, we calculated the slope of the  linear region. The slopes were 
normalized to the OD600 in each well and the values were compared with the values of the cells 
expressing  the  wild  type  enzyme.  The  best  mutants  were  selected  and  re‐screened  using 
columns 1 and 12 of an appropriate number of 96‐well plates filled with 20 µL of YNB CAA Glu 
chloramphenicol medium. These were  inoculated with 2 µL of a  saturated culture containing 
the mutants while two wells were used for the standard cells expressing the wild type enzyme. 
The  plates were wrapped  in  Parafilm  and  incubated  at  30°C  and  450  rpm  for  24  h  at  80% 
humidity. 
Columns  2  to  11  of  the  rescreening  plates  were  filled  with  25  µL  of  YNB  CAA  Glu 
chloramphenicol medium. Using an 8‐channel pipette, the cultures  in columns 1 and 12 were 
resuspended and 3 µL of each suspension was transferred from column 1 to columns 2–6 and 
from column 12 to columns 7–11. The screening protocol described above was repeated. 
II.2.7 DNA isolation from yeast 
The DNA  from mutants with  higher  activity  than  the wild  type  variant were  isolated  as 
described (Singh and Weil 2002) with the following modifications. The cells were grown for 1 d 
in 5 mL YNB CAA Glu medium at 27°C, 160 rpm. They were centrifuged at 11 000 x g for 1 min 
and the supernatant was discarded. We added 500 µL  lysis buffer (50 mM Tris‐HCl pH 7.5, 10 
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mM  EDTA,  0.5%  (v/v)  β‐mercaptoethanol)  and  100  U/mL  lyticase  from  Arthrobactor  luteus 
(Sigma‐Aldrich Chemie Gmbh, Munich, Germany) and the reaction was incubated at 37⁰ C for 2 
h. The cells were centrifuged as above, plasmid DNA was  isolated using  the Macherey‐Nagel 
Plasmid DNA kit (Düren, Germany) and the DNA was sent for sequencing. 
II.2.8 Cloning in the pICZalpha A vector 
The best mutants were re‐cloned  in vector pICZalpha A (Invitrogen, Darmstadt, Germany). 
The cloning was performed using standard restriction/digestion and PCR methods  (94°C  for 4 
min, 1 cycle; 94°C for 1 min/55°C for 1 min/72°C for 2.3 min, 30 cycles; 72°C for 10 min, 1 cycle) 
using 0.04 U/µL Pfu DNA polymerase (Fermentas GmbH, St. Leon‐Rot, Germany), 0.2 mM dNTP 
mix  (Fermentas GmbH, St. Leon‐Rot, Germany), 0.5 µM  forward primer 5’‐ATC TCT CGA GAA 
AAG AAG CAA TGG CAT TGA AG‐3’, 0.5 µM reverse primer 5’‐GAA GCT CTA GAG CTC ACT GCA 
TGG‐3’ and 50 ng pCTCON2 plasmid containing mutant sequences as the template. The primers 
were ordered from Eurofins MWG Operon (Ebersberg, Germany). The purified fragments were 
digested  using  XhoI/XbaI  (New  England  Biolabs  GmbH,  Frankfurt  am  Main,  Germany)  and 
ligated  in  to  the pICZalpha A vector. The  ligation mixture was directly  introduced  into E. coli 
XL10 Gold cells  (Agilent Technologies, Santa Clara, USA). Plasmid DNA was  isolated using  the 
Macherey‐Nagel Plasmid DNA kit (Düren, Germany) and the DNA was sent for sequencing. 
II.2.9 Transformation of Pichia pastoris  
Competent Pichia pastoris KM71H  cells  (Invitorgen, Darmstadt, Germany) were prepared 
according to the published protocol (D. M. Becker and Guarente 1991). The DNA isolated from 
E. coli cells was digested with PmeI (New England Biolabs GmbH, Frankfurt am Main, Germany) 
and  purified  using  the Macherey‐Nagel  DNA  clean‐up  kit  (Düren,  Germany).  Up  to  5  µL  of 
solution containing 500–1000 ng of DNA was added to 40 µL of frozen competent cells on  ice 
and  left  to  thaw.  The  cells  were  mixed  with  the  DNA  and  transferred  to  2‐mm  gap 
electroporation cuvettes  for electroporation using an Eppendorf multiporator  (Eppendorf AG, 
Hamburg, Germany) at 2500 V  for 5 ms.  Ice‐cold 1 M  sorbitol was added and  the cells were 
transferred to 3 mL YPD medium and  left to recover for 1 h at 27°C, 160 rpm. The cells were 
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then centrifuged at 3000 x g for 5 min, resuspended in 1 mL medium and plated on YPD plates 
containing 250 µg/mL zeocin and incubated for 3 d at 27°C. 
II.2.10 Selection of the highest producer 
We transferred 96 colonies  from the transformation plates  into MTP wells containing 100 
µL BMGY medium. The cells were grown to saturation (24 h) at 30°C, 450 rpm, 80% humidity 
and then diluted five times in 30 µL BMGY medium on new MTPs and grown for an additional 
24 h. We added 80 µL of BMMY and the cells were incubated under the same conditions for an 
additional 24 h to express GOx. The activity of each colony was determined using the ABTS MTP 
protocol described above with  the ABTS mix containing 250 mM glucose. The best producing 
clone of each mutant was selected. 
II.2.11 Fermentation in Pichia pastoris 
Cells from agar plates were inoculated into 25 mL BMGY medium and incubated for 24 h at 
27⁰C, 160 rpm. For the optimization of fermentation, the cells were centrifuged at 3000 x g, 10 
min  and  resuspended  in 5 mL BMMY medium  (OD600 ~30)  and  incubated  at 27⁰C, 160  rpm. 
Every 24 h, we added 0.5 % (v/v) methanol to the fermentation medium and the GOx activity 
was measured.  
Once the optimal conditions had been determined, the fermentation was scaled up to 2 L 
by transferring the 25 mL  initial culture  into 2 L BMGY medium followed by  incubation for an 
additional  24  h.  After  centrifugation  as  above  the  cells were  transferred  to  400 mL  BMMY 
medium. This protocol was modified from the manufacturer’s instructions (Invitrogen 2010). 
II.2.12 Protein purification 
After fermentation for 4 d according to Invitrogen recommendations, cells were pelleted by 
centrifugation  at  11,000  x  g  for  10 min  using  a  Beckman  Coulter  Avanti  J26  XP  centrifuge 
(Krefeld Germany). The  supernatant was collected and  filtered  through a 0.22‐µm PTFE  filter 
(Carl Roth GmbH, Germany) and the filtrate was concentrated to 5–10 mL using a Viva Flow 50 
system  with  a  50‐kDa  membrane  (Sartorius  AG,  Germany).  The  concentrate  was  dialyzed 
against 10 mM phosphate buffer (pH 6.0) overnight at 4°C, and loaded onto a 20 ‐ mL Fast Flow 
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DEAE Sepharose column  (GE Healthcare Europe GmbH, Germany) using  the ÄKTApurifier  (GE 
Healthcare Europe GmbH, Germany). The protein was purified using a  linear gradient from 10 
to 300 mM phosphate buffer pH 6 over 15 column volumes. We tested 50‐mL fractions using 
the ABTS assay and those with separate peaks of GOx activity were collected and concentrated 
to 5 mL using 10‐kDa ultrafiltration columns (Sartorius AG, Germany). 
II.2.13 Determination of kinetic properties of the mutants 
The kinetic characteristics of each GOx variant were determined using triplicate MTP ABTS 
assays with glucose concentrations ranging from 1.2 to 266 mM, at pH 5.5 and 7.4. The slope of 
each measurement was  calculated  over  the  linear  region  and  fitted  onto Michaelis‐Menten 
curves  to allow  the kM and kcat values  to be determined. Lineweaver‐Burk, Eadie‐Hofstee and 
Hanes‐Woolf plots were also constructed, and  the outliers were  identified and  removed. We 
determined kcat values by measuring absorbance at 280 nm (the absorption of 1.5 mg/mL GOx 
is considered equivalent to 1 AU based on the sequence, as calculated using ProtParam). 
II.3 Screening System for GOx Activity based on Alginate Beads 
II.3.1 Synthesis of tyramine alginate 
Tyramide alginate was synthesized as previously described (Sakai and Kawakami 2007). We 
mixed 50 mL 1% (w/v) sodium alginate in water with 50 mL 9% (w/v) tyramine hydrochloride in 
water  containing  50.4 mM  EDAC  and  25.2 mM NHS.  The mix was  stirred  for  20  h  at  room 
temperature and dialyzed against water for 48 h with 5–6 changes. The resulting polymer was 
lyophilized  and  kept  at  room  temperature  until  needed.  All  chemicals  were  ordered  from 
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH (Munich, Germany). 
II.3.2 Modification of lyticase 
The protocol we used was previously described  (Carraway  and  Triplett 1970; Anjaneyulu 
and Staros 1987) with the following modifications. We dissolved 2 mg poly‐L‐lysine in 1 mL PBS 
and slowly added 0.8 mg EDAC (4 mM final concentration) and 2.2 mg sulfo‐NHS (10 mM) with 
constant mixing. The solution was shaken gently at room temperature for 15 min and 2 mg/mL 
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of Arthrobactor  luteus  lyticase was  added  and  incubated  for  4  h  at  room  temperature.  The 
solution was dialyzed against PBS and concentrated on a 10‐kDa ultrafiltration centrifugation 
column  (Sartorius AG, Goettingen, Germany). The concentration of enzyme was measured at 
280 nm and the samples were aliquotted and kept at –20⁰C until needed. All chemicals were 
purchased from Sigma‐Aldrich Chemie GmbH (Munich, Germany). 
II.3.3 Polymerization of beads 
We prepared a solution comprising 2% (w/v) tyramine alginate, 20 U/mL HRP and 250 mM 
glucose,  and mixed  200  µL with  either  GOx  xpressing  cells  (105  S.  cerevisiae  EBY  100  cells 
expressing GOx cloned in the pCTCON2 vector), a reference library or soluble GOx (5 U/mL). The 
mixture was transferred to 600 µL 3% (v/v) Span 80 in LMO and stirred with a magnetic stirrer 
at 10,000 rpm for 5 min and at 2000 rpm for 1 h. The beads and cells were removed from the 
emulsion by washing three times with 1% (v/v) Triton X‐100 and twice with 50 mM Tris‐HCl (pH 
7.4)  interspersed with 2‐min centrifugation steps at 200 x g. The beads and cells were shaken 
gently  for  1  h  in  0.15%  (w/v)  poly‐L‐lysine  and were  then  transferred  into  the  lyticase  lysis 
buffer  (50 mM Tris HCl pH 7.4, 10 mM EDTA, 0.5 %  (w/v)  β‐mercaptoethanol)  containing 15 
µg/mL  poly‐L‐lysine  cross‐linked  lyticase.  The  samples were  incubated  for  1  h  at  27⁰C  and 
plated on YNB CAA Glu medium. Colonies were counted and a  replica plate was prepared  to 
assess  the  positive  and  negative  cells  using  the  ABTS  agar  plate  assay.  All  chemicals  were 
obtained  from  Applichem  (Darmstadt, Germany)  except  the  LMO which was  acquired  from 
Sigma‐Aldrich Chemie GmbH (Munich, Germany). 
II.4 In Vitro Translation (IVT) of GOx 
GOx sequences were expressed using the EasyXpress  insect cell protein synthesis kit from 
Qiagen  (QIAGEN GmbH, Hilden, Germany). The wild‐type GOx was cloned  in vector pIX4 with 
and  without  the  pro‐‐factor  signal  sequence.  Cloning  was  carried  out  using  the  standard 
restriction/digestion  and  PCR methods  (94°C  for  4 min,  1  cycle;  94°C  for  1 min/55°C  for  1 
min/72°C for 2.3 min, 30 cycles; 72°C for 10 min, 1 cycle) in a mix comprising 0.04 U/µL Pfu DNA 
polymerase  (Fermentas GmbH, St. Leon‐Rot, Germany) 0.2 mM dNTP mix  (Fermentas GmbH, 
St. Leon‐Rot, Germany), 0.5 µM  forward primer 5’‐TCA TCG AGG AGG TCT CCC ATG AGA TTT 
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CCT TCA ATT TTT AC‐3’  for  the pro‐‐factor  sequence or 5’‐ATC ATC GAG GAG GTC TCC CAT 
GAG CAA TGG CAT TGA AGC CAG‐3’ for the mature protein, 0.5 µM reverse primer 5’‐ATC ATC 
AGA  TCT  TTA CTG CAT GGA AGC ATA ATC  TT‐3’,  and 50 ng AF GOX pUC57  as  the  template 
plasmid.  The  primers were  ordered  form  Eurofins MWG Operon  (Ebersberg, Germany).  The 
purified fragments were digested using BseRI/BglII (New England Biolabs GmbH, Frankfurt am 
Main, Germany) and  ligated  into the pIX4 vector. The  ligation mixture was directly  introduced 
into E. coli XL10 Gold cells (Agilent Technologies, Santa Clara, USA). Plasmid DNA was  isolated 
using  the  Macherey‐Nagel  Plasmid  DNA  kit  (Düren,  Germany)  and  the  DNA  was  sent  for 
sequencing. 
We also tested the TnT® T7  Insect Cell Extract Protein Expression System (Promega GmbH 
Mannheim, Germany).  In  this case  the wild‐type GOx sequence was cloned with and without 
the pro‐‐factor  signal  sequence  into  vector pF25A, using  standard  restriction/digestion  and 
PCR methods (94°C for 4 min, 1 cycle; 94°C for 1 min/55°C for 1 min/72°C for 2.3 min, 30 cycles; 
72°C for 10 min, 1 cycle) in a mix comprising 0.04 U/µL Pfu DNA polymerase (Fermentas GmbH, 
St. Leon‐Rot, Germany) 0.2 mM dNTP mix (Fermentas GmbH, St. Leon‐Rot, Germany), 0.5 µM 
forward primer 5’‐ATC ATC GCG ATC GCA TGA GAT TTC CTT CAA TTT TTA C‐3’  for  the pro‐‐
factor  sequence or 5’‐ATC ATC GCG ATC GCA TGA GCA ATG GCA TTG AAG CCA G‐3’  for  the 
mature protein, 0.5 µM reverse primer 5’‐ATC ATC GTT TAA ACT CAC TGC ATG GAA GCA TAA 
TCT T‐3’ and 50 ng AF GOX pUC57 as  the  template plasmid. The primers were ordered  form 
Eurofins MWG Operon  (Ebersberg, Germany). Fragment purification,  ligation,  transformation, 
DNA isolation and sequencing were carried out as described above. 
IVT  was  carried  out  according  to  the manufacturer’s  instructions  and  GOx  activity  was 
detected using the ABTS assay (section II.2.1).  
II.5 Cellulase Screening System 
II.5.1 APCC synthesis 
We  synthesized 3‐carboxy‐7‐(4’‐aminophenoxy)‐coumarine  (APCC) as previously described 
(Khanna,  Chang,  and  Ullman  1989)  although  the  reduction  from  3‐carboethoxy‐7‐(4’‐
nitrophenoxy)coumarine to 3‐carboethoxy‐7‐(4’‐aminophenoxy) coumarine was achieved using 
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iron  powder  in  ethanol  (Agrawal  and  Tratnyek  1996)  after  characterization  by  NMR 
spectroscopy  (Setsukinai  et  al.  2000).  The  substrate  for  APCC  synthesis  (3‐carboethoxy‐7‐
(hydroxy) coumarine) was synthesized as previously described (Chilvers et al. 2001). 
II.5.2 APCC assay in MTPs 
Fluorescence‐based assays were carried out in 96 MicroWell™ Nunclon™Δ Optical Black Flat 
Bottom  Plates  (Greiner  Bio One  GmbH,  Frickenhausen,  Germany)  using  a  BioTec  Synergy  2 
Multi‐Mode Microplate Reader  (Bad Friedrichshall, Germany)  in a total reaction volume of 50 
µL.  The  reaction mix  comprised  APCC  (500  µM),  VbrPOx  (0.1  U/mL),  Hox  (3.4  U/mL),  CMC 
(0.3%),  NaBr  (50 mM)  in  Tris  H2SO4  (50 mM,  pH  7.4),  supplemented  with  either  different 
concentrations of purified A. niger cellulase (Sigma‐Aldrich Chemie Gmbh, Munich, Germany) or 
107 cells expressing  cellulase Cel5A. HOx was  kindly provided by Danisco Deutschland GmbH 
(Frankfurt,  Germany).  S.  cerevisiae  YPH500  cells  (Agilent  Technologies,  Santa  Clara,  USA) 
expressing enzyme Cel5A using the pESC‐Trp vector were previously cloned  in our  laboratory. 
The assay was monitored at 360/460 nm excitation/emission wavelengths. Some assays used 
APF  (aminophenoxifluorescein)  (Invitrogen  Karlsruhe,  Germany)  in  place  of  APCC  and  were 
monitored at 485/528 nm excitation/emission wavelengths.  
II.5.3 FACS assay and sorting 
The  in  vitro  compartmentalization of  yeast  cells was  carried out  as previously described, 
with modifications  (Aharoni et  al. 2005).  The washed  yeast  cells,  together with  the  reaction 
components used  in the MTP assay described above  (25 µL) were added to 250 µL of the  ice 
cold oil phase, comprising 1.5% (v/v) ABIL EM 90 (Tego, Germany) in LMO. The two phases were 
homogenized on ice in a 2 mL round bottom cryotube for 3 min at 8000 rpm using a T18 basic 
ULTRA‐TURRAX® from IKA (Germany). The second water phase (250 µL) containing 1.5% (w/v) 
carboxy‐methylcellulose sodium salt (CMC) and 1% (v/v) Triton X‐100 in PBS was added to the 
primary emulsion and homogenized on ice for 3 min at 7000 rpm. Emulsions were diluted with 
PBS and analyzed using a BD FACS Diva (NJ, USA) flow cytometer. The trigger parameter was set 
to  forward scattering. The analysis rate was 8000–20,000 events/s and the sorting speed was 
10–100/s. We  used  488  and  375  nm  lasers  for  excitation  and  460  and  520  nm  filters  for 
I I . Materials and Methods    P a g e  | 35 
	
detection. The positive emulsion droplets were gated on the FL3‐DAPI, FL1‐FITC plot and sorted 
in  single‐cell  mode  directly  onto  YNB‐CAA  Glu  agar  plates  supplemented  with  25  µg/mL 
chloramphenicol. After 2 days at 27°C, cellulase expression was induced by replica plating and 
the cells were cultivated on YNB CAA Gal/Raf containing 0.1% CMC (1 day, 27°C).  
II.5.4 Agar plate assay for cellulases 
The  agar  plate  method  to  detect  cellulase  activity  was  carried  out  as  described,  with 
modifications  (Farkas, Lisikova, and Biely 1985). Cells growing on YNB CAA Gal/Raf 0.1% CMC 
plates were overlaid with  0.1% Congo Red  (Sigma‐Aldrich Chemie Gmbh, Munich, Germany) 
and incubated for 30 min at room temperature. The plates were washed with 1 M NaCl and 5% 
acetic acid. Cells expressing cellulase activity were revealed by halos. 
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III Results and discussion 
III.1 Directed Evolution of Glucose Oxidase 
III.1.1 Cloning in vector pCTCON2  
Transformation efficiency  is one of  the bottlenecks  in any directed evolution experiment. 
Although the highest transformation efficiencies are achieved in E. coli, GOx accumulates within 
inclusion  bodies  because  it  is  an  eukaryotic  enzyme with  two  disulfide  bonds  and multiple 
glycans  (Witt,  Singh,  and  Kalisz  1998).  An  eukaryotic  host  would  be more  suitable,  and  S. 
cerevisiae is a good candidate because of its transformation efficiency, the stability of episomal 
plasmid DNA and its fast growth.  
The linkage between the protein of interest and its corresponding gene must be maintained 
throughout the experiment.  It would be  ideal to have the protein displayed on the surface of 
the yeast cell especially  in  the case of FACS screening systems. For  this purpose we used  the 
pCTCON2 yeast display vector and S. cerevisiae strain EBY100.  
 
 
 
Figure  9  Expression  of  GOx  constructs  using  the 
EBY100  strain  and  pCTCON2  vector.  GOx  is  fused  to  an 
N‐terminal  Aga2p  tag  and  a  C‐terminal  c‐myc  tag. 
Modified after Boder (Boder and Wittrup 1997). 
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The yeast display system uses the S. cerevisiae α‐agglutinin receptor to display heterologous 
proteins  on  the  cell  surface  (Boder  and Wittrup  1997).  The  system  comprises  two  subunits: 
AGA1 and AGA2. The EBY100 strain expresses the AGA1 peptide (which binds to β‐glucan) on 
the  surface of  the  yeast  cell  using  the Gal1  promoter  (Lu  et  al.  1995).  The AGA2  subunit  is 
encoded  by  the pCTCON2  vector  and  is  expressed  as  an N‐terminal  fusion  to  the  protein of 
interest.  The N‐terminal  region  of AGA2  binds  to AGA1  on  the  surface  of  the  yeast  cell,  by 
forming  two disulfide bonds  (Cappellaro et al. 1991). GOx was expressed also containing a C‐
terminal c‐myc tag (Figure 9). 
The GOx surface display construct was obtained starting from the wild‐type GOx synthetic 
gene ordered from Gene Script (accession number P13006). After cloning, the constructs were 
confirmed by sequencing and used to transform EBY 100 cells. The presence of GOx activity on 
the cell surface was confirmed using the ABTS assay (Zhu et al. 2006). 
A fermentation curve was created to determine the optimal time for expression. One yeast 
colony was picked from the agar plate and  inoculated  into YNB‐CCA Glu medium. The culture 
was later centrifuged and resuspended in YNB‐CAA galactose/raffinose medium at an OD600 of 
0.4,  and  the  GOx  activity  and OD600 were measured  every  2  h  in  the  supernatant  and  cell 
suspension.  The  fermentation  curve  in  Figure  10  shows  that  maximum  expression  occurs 
between 15 and 25 h. The enzyme activity then reaches a plateau and declines to undetectable 
levels  by  30  h.  Thus  for  all  further  experiments,  the  conditions were  adjusted  so  that  the 
expression was performed for 16–18 h. 
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Cells expressing GOx were tested for enzyme molecules leaking from the surface. The cells 
were washed  several  times  in PBS and  the activity was determined after each washing  step. 
Figure 11  shows  that  the  supernatant  from  the original expression  culture medium  contains 
significant GOx activity, but after the first wash there is no remaining activity and after the third 
wash the activity of the cells remains constant, proving that GOx molecules remaining on the 
cells are  tightly bound  to  the  surface.  In order  to avoid any cross  talk between droplets,  the 
cells were always washed three times to make sure that all the non‐bound GOx molecules were 
removed.  The  FACS  screening  system  discussed  in  the  following  chapters  involves  the 
compartmentalization of  cells  in water‐in‐oil emulsions, and  the presence of  soluble enzyme 
would lead to cross‐contamination and a loss of connection between genotype and phenotype. 
Cells must  therefore  be washed  thoroughly  before  compartmentalization  so  that  no  soluble 
GOx is present in the solution even when the yeast surface display system is used.  
 
 
Figure 10 Fermentation curve of wild‐type GOx expressed  in S. cerevisiae EBY 100 cells. At 
each specified time point 1 mL of culture was removed from the fermentation flask and used to 
determine OD600 nm and for the ABTS assay (section II.2.1).  
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The GOx cDNA was also modified by adding a 3’sequence encoding a C‐terminal c‐myc tag. 
This allows the quantitation of enzyme molecules expressed on the surface of the yeast cells by 
using  anti‐c‐myc  fluorescent  antibodies.  In most  directed  evolution  experiments  it  is  quite 
difficult  to  determine  the  specific  activity  of  the  enzyme  until  the  protein  is  purified.  By 
detecting the amount of enzyme molecules on one fluorescence channel and the activity of the 
enzyme on another, we could theoretically measure the specific activity of the enzyme and sort 
not only plus/minus variants but also mutants with higher activity. 
The  fermentation  conditions  were  optimized  to maximize  the  stable  expression  of  the 
enzyme,  which  occurs  between  16  and  24  h  and  then  declines.  Expression  was  therefore 
stopped at this time point.  
Because  the enzymes were expressed with  two  tags  (an N‐terminal AGA1  tag  for  surface 
display  and  a  C‐terminal  c‐myc  tag  for  antibody  staining) we were  concerned  that  the  tags 
would  inhibit enzyme activity.  Indeed  the  tagged  variants did  show  a  lower  activity, but  the 
ratios between the activities of the wild‐type and mutant enzymes remained constant making 
this construct suitable for directed evolution experiments.  
 
Figure  11  GOx  activity  in  the  supernatant  after  multiple  rounds  of 
washing.  1  mL  of  fermentation  medium  was  removed  12  h  after  the 
induction  of  enzyme  activity.  The  cells were  centrifuged,  the  supernatant 
collected and the cells were resuspended in same amount of fresh PBS. After 
each washing  step  the  activity was measured,  using  the  ABTS MTP  assay 
(section II.2.1) both in the supernatant and in the cell resuspension. 
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III.1.2 Creation of mutant libraries 
Mutant gene  libraries were created using the consensus approach  (Martin Lehmann et al. 
2002). The  libraries were designed starting from A. niger GOx, accession number P13006, and 
using this as a BLAST query against the NCBI database (http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/Blast.cgi). 
The results were analyzed and all sequences with an  identity >80% and <40% were discarded. 
The remaining sequences were compared pairwise to ensure that none showed >90% similarity, 
and where this occurred only one sequence was kept for further analysis. The final result was a 
list of  seven protein  sequences  (Table 1), which were used  for multiple  sequence  alignment 
using BioEdit (Ibis Biosciences, CA, USA). The alignments were inspected and adjusted manually. 
Table 1 Sequence similarity table 
  A2I7K9  P13006  Q9HFQ1 A2QZ31 Q70FC9 B8MDS4
_ 
Q92452
A2I7K9  100  66  66 48 90 90  99 
P13006    100  85 49 67 61  66 
Q9HFQ      100 50 66 60  66 
A2QZ31      100 47 46  48 
Q70FC9      100 83  90 
B8MDS4      100  91 
Q92452        100 
A positional frequency report was generated using the seven selected sequences, showing 
for every position in the alignment the number of times that a certain amino acid appears in the 
series (Figure 12). The following positional frequencies were obtained: 0% (0 out of 7), 14.29% 
(1 out of 7), 28.57% (2 out of 7), 42.86% (3 out of 7), 57.14% (4 out of 7), 71.43% (5 out of 7), 
86.71% (6 out of 7) and 100% (7 out of 7). A score of 0% means that for the specified position 
the amino acid does not appear at all, 14.29% means that the amino acid appears in 1 of the 7 
proteins  in  the set at  that position and so on. For  the gene  libraries, we  initially selected  the 
positions that had an 86.71% frequency of certain amino acids, and only those with a different 
amino acid  in  the  starting gene  (P13006). These amino acids were  changed at each position 
with the most frequent amino acid from the series (with the amino acid present at that position 
in all the other six proteins used in the alignment, but not in the starting gene). There were nine 
positions with these properties and they were changed as follows: S53F, A192T, E310D, I403L, 
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L429I,  I474L, H510N, M528L, M556V1.  If  only  these  positions were  used  for  the  library,  the 
library size would be 29 = 512 mutants. Since the screening capabilities of FACS are far beyond 
this  number,  we  also  looked  at  amino  acid  positions  with  other  frequencies:  71.42%  and 
57.14%.  Using  the  same  overall  approach,  the  following  additional  positions  were  chosen: 
V106I, V293I, I597V, R37K, E374D, R537K and N278D. The final number of substituted positions 
was 16, leading to a library of 65,536 mutants. In order to ensure the entire library is screened, 
100 copies of each clone should be analyzed, making the library size in the range of 107.  
 
After the positions were chosen, site‐directed mutagenesis primers were designed and used 
to  generate multiple mutants.  The  PCR  products were  introduced  into  XL10  Gold  chemical 
competent  cells  as  provided  with  the  kit.  Five  random  clones  were  isolated  and  sent  for 
                                                       
1The numbers associated with the mutation position of each amino acid are the numbers corresponding to the 
mature protein sequence not the alignment sequence.  
Figure 12 Part of positional  frequency  report.  The  first  column  represents  the number of  the positions as  they 
appear from the sequence alignment. Row 1 represents the types of amino acids present in the sequence (all possible 
20 amino acids plus gaps). The report gives for every position the occurrence of each of the 20 possible amino acids. 
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sequencing to verify the distribution of mutations in the clones. As shown in Table 2, nearly all 
the mutations are  represented,  the mutations are uniformly distributed  throughout  the gene 
and no wild‐type clones were detected. The DNA was extracted  from  the E. coli  libraries and 
used  to  transform  S.  cerevisiae  EBY  100  cells.  These  yeast  libraries were  used  for  the  FACS 
experiments. 
Table 2 Random sequence of clones from the consensus library 
Mutations  Clone1  Clone2  Clone3  Clone4  Clone5 
R37K      X   X    
S53F      X     X  
V106I    X        
A192T      X   X   
N278D    X        
V293I      X     
E310D      X      
E374D  X    X     X  
I403L    X   X     
L429I      X    X  
I474L      X     
H510N        X   
M528L           
R537K  X     x    X 
M556V          X  
I597V           
 
Using the consensus approach we obtained 105 different GOx clones multiplied to a library 
containing approximately 107 clones to ensure the entire diversity was available for screening. 
This  is  an optimal  size  for  the  FACS  screening  system because  the  entire population  can be 
screened in one experiment to increase reproducibility. 
 
 
I I I . Results and discussion    P a g e  | 43 
	
III.1.3 Enzymatic assay for FACS 
The  tyramide  fluorescein  assay,  which  covalently  stains  the  surface  of  yeast  cells,  has 
previously been  tested using yeast cells expressing GOx  (positive cells) compared  to negative 
control  cells  containing  an  empty  plasmid.  Different mixtures  of  positive  and  negative  cells 
were tested. It can clearly be seen that by increasing the percentage of positive cells in the mix, 
the percentage of stained cells are also increases (Figure 13). It also can be seen that the entire 
population of cells shows an  increase  in florescence. This can be explained by the diffusion of 
the product form the active cells towards the negative cells. 
In  order  to  prevent  this  cross‐talk,  the  assay was  adapted  for  single  emulsions, with  an 
encapsulation efficiency of almost 100%. The emulsion components can be removed after the 
reaction is complete and the cells can be recovered and sorted using FACS without emulsions, 
thus  retaining  a  high  sorting  speed.  The  initial  protocol  required  the  cells  expressing  the 
enzyme  to be mixed with  the components used  in  the enzymatic  reaction  (glucose, HRP and 
tyramide‐fluorescein)  followed  by  a  compartmentalization  step  that  enclosed  all  these 
components  in single emulsions. Since  the compartmentalization step  takes at  least 3 min,  it 
means that the reaction starts before the compartments are formed, allowing a certain amount 
of cross‐talk and thus generating a high background signal. One way to solve this problem is the 
addition of ascorbic acid  to  the  reaction mix  (Radivoje Prodanovic et al. 2011). Ascorbic acid 
delays the start of the reaction by acting as a sacrificial substrate for HRP, which oxidases the 
ascorbic  acid  first  and moves  on  to  the  tyramide  substrate  only when  the  ascorbic  acid  is 
depleted.  The  initiation  of  the  fluorescence  reaction  start  can  thus  be  controlled  by  adding 
different amounts of ascorbic acid. The tyramide‐fluorescein assay cannot be tested using the 
 
Figure 13 Tyramide fluorescein assay using different mixtures of yeast cells expressing GOx (positive cells) and controls lacking the 
GOx gene (negative cells). 
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MTP format because it requires a fluorescent molecule already present in the reaction medium 
to bind  the cell surface.  In other words,  the  fluorescence  is not dependent on  the enzymatic 
reaction, but the  fluorescent molecules are  instead covalently  linked to enzyme molecules on 
the surface of the cells.  
 
We therefore used the APCC assay to optimize the reaction conditions. As shown in Figure 
14,  increasing  the  amount of  ascorbic  acid delays  the  formation of  the  fluorescent product. 
When ascorbic acid and glucose are present at the same concentration, no fluorescent product 
can be detected. To start the fluorescence reaction after the emulsification process is complete, 
the  ratio between  the concentrations of glucose, ascorbic acid and GOx need  to be precisely 
controlled,  which  is  challenging  when  dealing  with  libraries  in  which  the  GOx  activity  is 
unknown. Figure 14 indicates that the optimal reaction contains 0.75 mM ascorbic acid, i.e. the 
product forms after 10 min and the signal is high, but this is not the case when cells are used in 
the system. In the presence of yeast cells, the amount of glucose that needs to be used in order 
to detect a positive reaction is much higher (at least 20 mM as compared to 1.5 mM in the case 
of  soluble  enzyme).  This  is  due  to  the  fact  that  the  cells  themselves  consume  glucose  as  a 
carbon source, depleting the glucose from the reaction mix. The problem is further amplified by 
 
Figure 14 APCC assay in MTP with commercial GOx using 0.5 mM APCC, 1.5 mM glucose, 5U/mL GOx, 
10U/mL HRP and the specified concentrations of ascorbic acid. 
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the fact that in the emulsion (the reaction compartment) the quantity of cell / volume is more 
than 50%. All the drawbacks presented above make the system difficult to use and to adjust. 
The presence of  ascorbic  acid,  and  the encapsulation of  the  initial  reaction within  single 
water‐in‐oil emulsions, reduces the cross‐talk between positive and negative cells. When used 
to sort reference and epPCR libraries, we enriched the positive population from 4.7 to 33‐fold, 
but  it proved  impossible  to achieve a >40% proportion of positive  cells  (R. Prodanovic et al. 
2012).  In order  to overcome  the  above  challenges we have modified  the  assay  to  allow  the 
external  delivery  of  glucose.  This  completely  avoids  any  cross‐talk  between  the  droplets 
because the reaction only starts after the compartments are formed. In addition, antibodies are 
used  to detect GOx molecules present on  the  surface of  the  cells  in order  to determine  the 
specific activity of the enzyme. This makes it possible to use this assay not only as a plus/minus 
screening system but also to select higher activity mutants. 
External  delivery  is  achieved  by  pre‐mixing  all  the  components  needed  for  the  enzyme 
reaction,  except  glucose,  which  is  delivered  to  the  system  when  the  compartments  have 
formed  thus  allowing  the  reaction  to  start.  A  schematic  representation  of  the  process  is 
provided  in  Figure  15.  Glucose  is  delivered  through  the  oil  phase  as  β‐octylglucoside.  This 
compound has a detergent structure and accumulates at the oil‐water interface. In the aqueous 
phase, β‐glucosidase added at the beginning of the emulsification process catalyzes the release 
of glucose from the β‐octylglucoside, thus making glucose available for the GOx reaction in the 
aqueous phase. Once the glucose becomes available, the GOx reaction can start leading to the 
formation of peroxide. Peroxide,  in  the presence of HRP, oxidizes  the phenolic  rings of both 
tyramine  (from  the  tyramide‐fluorescein  substrate)  and  tyrosine  (from  the  proteins  on  the 
surface  of  the  yeast  cell),  creating  phenolic  radicals.  These  phenolic  radicals  polymerize 
amongst themselves and stain the surface of the cells. When the reaction  is complete, the oil 
phase is removed and the cells are analyzed and sorted by FACS.  
There  are  many  advantages  to  this  system.  First,  the  cross‐talk  between  different  cells  is 
completely  eliminated.  Second,  the  concentration of  glucose  available  to  the  system  can be 
precisely controlled. This  is  important  if we wish to select  for kM mutants,  for example, when 
the screening needs  to be performed under glucose  limiting conditions. Also,  the  time of  the 
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reaction can be controlled, which could theoretically allow us to catch the enzymatic reaction 
on  the  linear  slope,  not  the  plateau.  This  feature,  combined  with  the  staining  of  enzyme 
molecules available on the surface of the cells with fluorescence‐labeled antibodies recognizing 
the c‐myc tag, would allow sorting on the basis of specific enzyme activity because it would be 
possible to determine the enzyme activity per number of enzyme molecules. 
 
 
Figure 15 The tyramide‐fluorescein screening system (section II.2.5). 
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III.1.4 FACS Sorting 
III.1.4.1 Survival of yeast cells 
We  tested  the  influence of different assay  components and of FACS  sorting  itself on  the 
survival of  the yeast cells. First,  in order  to determine how FACS  sorting affects cell  survival, 
yeast cells were stained with 7‐aminoactinomycin D (7‐AAD), a fluorescent dye that intercalates 
in double stranded DNA (Steensma, Timm, and Witzig 2003). To access the DNA, the membrane 
needs to be compromised therefore all cells that are stained by this compound are considered 
to be dead.  Figure 16  shows  a  comparison between  cells  stained with 7‐AAD  and unstained 
controls, with the former appearing  in gate P4 and partially in P5. This means that the cells in 
gate P6 are not stained at all and consequently they are alive. Therefore 96 cells from gate P6 
were sorted directly into MTP wells and were grown for 2 days at 27⁰C, 160 rpm in YNB CAA Glu 
medium  (Invitrogen 2002) and  the number of wells  that had growing cells was counted. The 
results showed that 58 clones survived sorting, representing a 60% survival rate. 
 
The effect of the emulsion and reaction components on the survival of the yeast cells are 
presented in Table 3. None of the compounds had a significant influence on cell survival, with 
the exception of the oil used for the emulsification process. Since each mutant in the library is 
represented by at least 100 copies, even after FACS sorting and emulsification there should still 
 
Figure  16.  Flow  cytometric  analysis  of  EBY100  cells  transformed  with  the  empty 
pCTCON2 vector stained with 7‐aminoactinomycin D (7‐AAD). Bivariate histograms showing 
the correlation between side scattering (measurement of size) and fluorescence of 7‐AAD. 
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be at least 20 surviving copies of each clone. Therefore the entire diversity is represented and 
none of it is lost due to the experimental conditions of screening.  
 
Table 3 Influence of different component used in the screening process on cell survival 
  Number 
of cells 
Survival 
rate 
Cells without any other compound  1568  100% 
Cells plus oil  1152  73% 
Cells plus β‐octylglucoside  1528  97% 
Cells plus β‐glucosidase  1544  98% 
Tyramide fluorescein  1502  95% 
 
III.1.4.2 Reference libraries 
In order  to test  the efficiency of  the enzyme assay, we  initially sorted a series of artificial 
reference libraries made by mixing different proportions of yeast cells expressing the wild type 
enzyme and control cells transformed with the empty vector. First, the cells were stained with a 
mouse anti‐c‐myc antibody and then with an anti‐mouse phycoerythrin (PE)‐labeled secondary 
antibody. Positive and negative cells were mixed in different concentrations according to their 
optical density, washed three times with PBS to remove unbound GOx molecules, mixed with 
the  reaction  components  and emulsified  for 3 min  at 8000  rpm  in mineral oil plus Abil  EM. 
When the emulsions were complete, 185 nmol of β‐octylglucoside was added through the oil 
phase (5 µL of 37 mM β‐octylglucoside dissolved in ethanol). The emulsions were shaken gently 
at  room  temperature  for 30 min  after which  the oil phase was  removed and  the  cells were 
analyzed by FACS.  
As shown in Figure 17, there is a clear correlation between the percentage of positive cells 
added to the mix and the number of positive cells observed after the reaction. The cells present 
in gate P4 were  sorted  from  the 0.01%, 0.1%, 1% and 5%  libraries, using yield mode  for  the 
0.01% and 0.1% libraries due to the very low number of cells present in the sorting gate. Single 
cell mode was used for the 1% and 5% libraries. 
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Yield mode  increases the speed of sorting and reduces the number of aborted events but 
the purity of the final sorted population is lower. Single cell mode offers the highest purity but 
considerably reduces the sorting speed due to the large number of aborted events. The sorted 
cells were grown for 3 days at 27⁰C, replica‐plated on YNB CAA Gal/Raf plates and incubated for 
another 24 h before carrying out the ABTS agar plate assay. Figure 18 shows an example of cells 
sorted from the 5% reference library using the ABTS agar plate assay to detect positive clones 
before and after sorting. The results from all libraries are summarized in Table 4.  
 
 
 
Figure 18 ABTS agar plate assay  for GOx activity of cells before and after 
sorting of a 5% reference library.
 
Figure 17 FACS  recordings of different mixes of  referent  libraries. Bivariate histograms  showing correlation between FITC 
(measuring  enzyme  activity)  and  PE  fluorescence  (measuring  the  amount  of GOx molecules  on  the  surface  of  the  yeast  cell 
through the c‐myc epitope). (See section II.2.6 of Materials and Methods) 
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As shown  in Table 4, we achieved high enrichment factors for all  libraries proving that the 
sorting  system  is effective. The purity of populations varied depending on  the proportions  in 
the starting library and the sorting mode. The purity obtained for the 0.01% and 0.1% libraries 
was quite  low, partly reflecting the use of yield sorting mode, which means that some events 
lacking  all  the  optimal  parameters  are  sorted  nevertheless. Alternatively,  the minimal  signal 
from the small number of positive cells may be close to background, making the sorting process 
vulnerable to measurements errors. This phenomenon also affects the 1%  library, with a final 
purity of ~50%. Optimal sorting occurs when starting with a 3–5% positive population, resulting 
in  92%  purity.  This means  that  the  best  strategy  for  sorting  libraries  with  a  <5%  starting 
concentration of positive cells would be to carry out a pre‐sorting step in yield mode to enrich 
for positive cells, followed by sorting in single‐cell mode to achieve >90% enrichment. 
 
Table 4 Results from the sorting of different reference libraries 
 
 
 
 
 
 
As  stated  above,  the  number  of  surface  enzyme molecules was  determined  by  antibody 
staining while  the enzyme activity was determined using  the  fluorescein‐tyramide assay. The 
emission spectra of PE and fluorescein overlap,  i.e. fluorescein excited at 488 nm emits  in the 
PE region (Figure 19 a). In order to avoid any compensation problems we decided to use other 
combinations of dyes. One option was  amino‐methyl‐coumarin‐acetate‐tyramide  (AMCA‐Tyr) 
as the substrate  instead of fluorescein tyramide. Even though the emission spectra of the two 
fluorophores do not overlap  (Figure 19 b),  the AMCA  staining  is much  less  intense  than  the 
corresponding fluorescein staining (Figure 20).  
 
 
Reference library   Before sorting  After sorting  Enrichment 
0.01%   0.01%   6.89%   689x  
0.1%   0.1%   7.1%   71x  
1%   1.4%   46.34%   33.1x  
5%  3.3%   92.6%   28x  
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Figure 20 FACS recordings of yeast cells stained with tyramide fluorescein (top) and tyramide AMCA (bottom). 
Double plots representing the forward scattering versus the FITC and AMCA fluorescence, respectively  
 
Figure 19 (a). Emission spectra of FITC and PE when using a 488 nm excitation laser. (b). AMCA and PE emission 
spectra at 375 nm (left) and 488 nm (right) excitation. (c). FITC and Alexa fluor 647 emission spectra at 488 nm and 
647 nm excitation. Data obtained using http://www.bdbiosciences.com/research/multicolor/spectrum_viewer/  
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It  appears  that  a  10‐fold  higher  concentration  of  AMCA‐tyramide  is  required  to  achieve 
staining comparable with that of the  fluorescein derivate. Therefore by using AMCA‐tyramide 
instead  of  fluorescein‐tyramide  the  sensitivity  of  the  assay  would  be  reduced  significantly, 
which is not at all desirable. We therefore tested a different secondary antibody,  labeled with 
the alternative  fluorophore Dylight 647. As  shown  in  Figure 19  c,  there  is no  cross‐talk with 
fluorescein but the label is more sensitive than AMCA‐tyramide. 
To  improve  the  screening  system  even  more,  we  decided  to  change  the  order  of  the 
staining procedures. In the original method, the cells were stained with the antibodies first and 
then  compartmentalized within  emulsions  for  the  enzyme  reaction.  This  led  to  the  loss  of 
antibody fluorescence, probably because the cells were washed using oils and detergents that 
could displace the antibody‐antigen bonds when the emulsion components were removed.  In 
order  to avoid  this problem, we decided  to perform  the enzyme  reaction  first and apply  the 
antibodies when the emulsion was removed. The fluorescent staining from the enzyme assay is 
unaffected by the washing steps because the fluorophore  is covalently bonded to cell‐surface 
proteins. 
We have already demonstrated by sorting the reference libraries that the screening system 
is  suitable  for  plus/minus  type  of  sorting with  a  screening  capacity  of  107cells/hour,  but  a 
system that could select cells based on differential activity would be even more valuable. We 
therefore  introduced  certain  modifications  such  as  the  use  of  different  combinations  of 
fluorescent  dyes  to  simultaneously  measure  GOx  activity  and  the  abundance  of  the  GOx 
protein.  The  best  pairing  was  fluorescein‐tyramide  for  the  detection  of  GOx  activity  and 
antibodies coupled  to DyLight 647  to detect GOx molecules, because  these do not  show any 
cross‐talk between channels and have a high sensitivity. This combination of dyes was used to 
compare wild‐type GOx with a mutant that was five times more active. The greatest difference 
in activity was observed at low β‐octylglucoside concentrations, which shows that the reaction 
stops  in  the  linear  region  at  this  concentration  and  that  it  should be possible  to distinguish 
between  mutants  with  different  activities.  However,  due  to  high  standard  deviations  in 
expression  levels between  cells  and  the  small differences  in  fluorescence  levels,  the  current 
sensitivity for discrimination between mutants is approximately a five‐fold difference. 
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III.1.4.3 Sorting	the	consensus libraries  
We pursued  the goal of quantitative screening  for GOx activity by  testing  real  libraries at 
different glucose concentrations. As shown  in Figure 21, more cells can be detected at higher 
glucose concentrations because under these conditions the system can detect even low activity 
clones.  When  lower  concentrations  of  glucose  are  available,  only  the  most  active  clones 
become positive. We therefore used 1.85 nmol β‐octylglucoside for further library screening. 
 
The  libraries were  sorted  twice under  these  conditions  and ~100  clones  from  the  sorted 
population were  tested  in MTP assays. The  rest of  the clones were seeded  into medium and 
GOx  expression  was  induced  before  the  next  round  of  sorting.  Figure  22  shows  that  the 
population of higher activity cells (gated at P1) increases after each round of sorting. 
 
 
Figure 22 FACS recordings of a consensus library during multiple rounds of sorting (section II.2.6 ). These are double plots 
of FITC fluorescence (corresponding to enzyme activity) versus APC fluorescence (corresponding to enzyme abundance). 
 
Figure  21  FACS  recordings  of  consensus  library  screens  at  three  different  β‐octylglucoside 
concentrations  using  the  protocol  from  section  II.2.6  but  varying  the  concentration  of 
β‐octylglucoside added to the oil phase. These are double plots of FITC fluorescence (corresponding 
to enzyme activity) versus APC fluorescence (corresponding to enzyme abundance).  
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The FACS recordings showed that high concentrations of glucose result  in a  larger number 
of  cells  from  the  library  showing  enzyme  activity,  indicating  that  under  glucose‐limiting 
conditions only higher‐activity clones are detected. Performing multiple  rounds of  sorting on 
this  library  showed  that  the percentage of higher‐activity  clones  increases  after each  round, 
indicating that this system could be used to screen for clones with higher activity. 
III.1.5 MTP assays 
The cells collected  in MTP wells were analyzed using  the ABTS soluble assay with glucose 
concentrations  of  5  mM  (below  kM  of  the  wild‐type  enzyme)  and  250  mM  (saturating 
conditions). This helped  to determine whether  the mutants have an  improved kM or kcat. The 
measurements at 5 mM glucose report any improvement in kM/kcat and those at 250 mM report 
any improvement in kcat.  
The cells were grown for 3–4 days after FACS sorting in 100 μL YNB CAA Glu medium, 450 
rpm,  30°C,  80%  humidity,  then  inoculated  into  100  μL  of  the  same medium  and  incubated 
under the same conditions for 24 h in order to avoid any growth deviation. In the final step, 5 
μL of the saturated culture was inoculated into 25 μL fresh medium and incubated for another 
24 h before 80 μL of Gal medium was added. Enzyme activity was measured after 8 h. Each MTP 
included  three  wild  type  clones  for  expression  and  activity  standardization.  Clones  were 
considered to have no activity if the values were 10 times below those of the wild type enzyme. 
All the values were normalized to the OD600 of the cells  in each well. The data obtained from 
these experiments are presented in Figure 23. The proportion of cells with no activity decreases 
after  each  round  of  sorting  and  the  number  of  higher‐activity  clones  increases.  This  is  in 
accordance with the results obtained by FACS analysis (Figure 22). 
We  selected  approximately 50  clones  that  showed  improved  activity  for  re‐analysis.  Five 
copies of each (one per well) were grown in fresh MTPs in order to control for variation in cell 
growth and expression. The  standard deviation of all measurements was 2.4–17 %. The best 
five  mutants  were  picked,  sequenced  and  prepared  for  further  analysis.  The  mutations 
obtained from the sequencing results are compared with the parent strain in Table 5.  
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Table  5  Sequences  of  the  improved  mutants  compared  with  the  wild  type  gene.  Light  blue  represents  mutations 
common to the parent sequence and in purple represents new mutations 
Mutations 
Starting 
parent  A2  A2‐1  AS1F5  F9  F9‐1 
T30V  X  X  X  X  X   X 
R37K    X X  X
I94V  X  X  X  X  X   X 
V106I    X  X
A162T  X  X  X  X   X 
V293I    X  
E310D    X  
R537K    X X X  
M556V    X X X X 
 
Three  hundred  clones  with  supposedly  higher  activity  were  sorted  from  the  consensus 
library and analyzed using the ABTS MTP screening system. This assay was optimized for MTPs 
so that the standard deviation never exceeded 17%, making the screening system reproducible 
and reliable. The sorted mutants were compared with the wild type clone and we found that 
the number of active clones increased in each round (as shown with the reference libraries) and 
that  the  number  of  higher‐activity  clones  increased,  showing  that  the  assay  is  quantitative. 
 
Figure 23 Activity of GOx mutants after each round of sorting  in MTP assays. We collected 
100 mutants after each round of sorting and  the GOx activity was assessed  for each  individual 
clone at two glucose concentrations, 250 mM (saturation conditions, showing the kcat) and 5 mM 
representing the kM/kcat (see section II.2.6.2) 
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These results match the FACS recordings, which also show a larger proportion of higher‐activity 
clones after each round of sorting. The sequences of the five most active mutants showed that 
certain mutations were present in several of the mutants and could be important for increasing 
GOx activity.  
In  order  to  confirm  the  quantitative  nature  of  the  assay, we  compared  two  clones with 
known activity (wild type vs. A2, which is five times more active). The two cell populations were 
emulsified  with  the  substrates  as  before  and  fed  with  β‐octylglucoside  at  different 
concentrations (185, 18.5 and 1.85 nmol). The emulsions were  incubated for 30 min then the 
emulsion components were removed and  the cells were stained with antibodies as described 
above prior to FACS analysis. There appeared to be no difference between the wild type and A2 
clones at high concentrations of glucose (Figure 24). 
 
Figure  24  FACS  analysis  of wild‐type  and  A2  clones  using  the  tyramide‐fluorescein  assay  at  different 
concentrations  of  β‐octylglucoside.  The  bivariate  histograms  show  FITC  fluorescence  corresponding  to  the 
enzyme activity and APC fluorescence corresponding to the enzyme concentration. 
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However, at  lower  substrate  concentrations we observed a  clear difference between  the 
two clones, probably because in the latter case the reaction stops before it reaches the plateau, 
therefore we can detect  the slope of  the reaction. This suggests  that  it  is possible  to  identify 
differences in activity between clones in a library. 
III.1.6 Cloning in P. pastoris 
The  level of GOx expression  in  the EBY 100 cells  is 1–2 mg/L, with 75% of  the molecules 
linked to the cell surface by disulfide bonds. The amount of enzyme present in the extracellular 
medium (~0.5 mg/L) is too low to determine the kinetic properties accurately. The enzyme can 
be  removed  from  the  cell  surface  by  treating  cells  with  a  reducing  agent  such  as  DTT  or 
β‐mercaptoethanol,  but  this  would  also  destroy  the  intramolecular  disulfide  bonds  and 
denature the enzyme. An additional drawback of the surface display system is that even if the 
enzyme could be purified in sufficient amounts, the N‐terminal and C‐terminal tags might alter 
its kinetic properties. Therefore we needed to express these mutants in larger amounts without 
tags, which  is why  the P. pastoris expression  system was  chosen  for  the purification of GOx 
mutants. We selected P. pastoris KM71H strain  together with  the pICZalphaA vector because 
this has a methanol inducible promoter (Invitrogen 2010).  
Five mutants plus  the wild  type  clone were  inserted  into  the pICZalpha A vector and  the 
sequences were verified. Large quantities of the mutant plasmids were isolated from E. coli and 
linearized  to promote  integration  into  the yeast genome as  single or multiple  copies. Higher 
copy  numbers  tend  to  promote  higher  levels  of  recombinant  protein  expression.  The  best 
performing clones were selected  from among 96 colonies using a MTP assay to detect higher 
production, and were used for scaled‐up fermentation.  
Fermentation  conditions were  optimized  for  the wild‐type  clone  to  determine  the most 
suitable time for expression. The cells were inoculated into BMGY glycerol medium (Invitrogen 
2010)  to  an OD600  of  30  and  then  the  glycerol medium was  removed  by  centrifugation  and 
replaced with  BMGY methanol medium  at  an OD600  of  ~80  (0.1‐0.2  of  the  glycerol medium 
volume). The  cells were adapted  to  the glycerol medium gradually,  starting with one  colony 
seeded into 25 mL medium for 24 h and progressing to higher volumes each with a 24‐h growth 
phase.  The  cells  were  not  allowed  to  enter  the  stationary  phase  because  this  inhibits 
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recombinant protein expression following  induction. After transfer to expression medium, the 
GOx activity was monitored every 24 h and the medium was supplemented with 0.5% methanol 
for induction every day. As shown in Figure 25, the largest amount of protein is obtained after 
fermentation  for 4 d. These  conditions were  therefore  chosen  for  the purification of mutant 
enzymes. We were able to detect 60–80 mg/L of protein under these conditions.  
 
III.1.7 Purification 
After  the  fourth day of expression,  fermentation was  stopped by centrifuging  the cells at 
11,000 x g  for 10 min. We obtained approximately 30–40 mg of GOx  from each mutant. The 
supernatant was  collected  and  filtered  to  remove  any  remaining  cells,  but  30%  of  enzyme 
activity  remained  connected  to  the  cell  surface. We  attempted  to  recover  some  of  these 
proteins by incubating the cells in concentrated salt solution, but the yield was too low and we 
therefore  proceeded  with  the  supernatant  alone.  The  proteins  in  the  supernatant  were 
concentrated to a volume of ~20 mL by cross‐flow ultrafiltration using a 50‐kDa membrane and 
were dialyzed against 10 mM phosphate buffer  (pH 6.0) before  separation on a DEAE 20 mL 
column using a 10–250 mM phosphate buffer gradient (pH 6.0) over 15 column volumes (CVs). 
The GOx peak eluted at ~26% buffer B (130 mM phosphate) as shown in Figure 26. 
 
Figure  25  Optimization  of  fermentation  conditions  for  the wild  type  enzyme  using  P.  pastoris 
KM71H cells  (section  II.2.11). After  induction, 1 mL of  fermentation medium was removed every day 
and the activity of GOx was measured using the ABTS MTP assay (section II.2.1). 
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All the mutants presented similar peaks and eluted at similar time points. After separation, 
the fractions corresponding to the GOx peak were pooled (~50 mL) and concentrated to 5 mL 
using 10 kDa ultrafiltration centrifugation columns. The protein concentration was measured by 
absorbance  at  280  nm  and  the  same  amount  of  each  mutant  was  loaded  on  a  SDS 
polyacrylamide  gel  which  confirmed  similar  purity  levels  for  each  clone  (Figure  27). 
Approximately 30 mg of each enzyme was  isolated using  this optimized purification method 
and the purity as determined by SDS‐PAGE was in each case sufficient for kinetic analysis.   
 
 
Figure  27 Analysis of  purified mutants  by  SDS‐PAGE  (8%  acrylamide), 
with 0.3 mg protein loaded on each lane to compare purity. The amount of 
protein was estimated by absorbance at 280 nm. 
 
Figure  26  Separation  of  GOx  mutants  by  DEAE  chromatography  using  the  concentrated 
extracellular medium from Pichia fermentation  loaded onto a HiPrep 16/20 DEAE FF column  (GE 
Healthcare) using 10 mM phosphate pH 6.0 as buffer A and 500 mM phosphate pH 6.0 as buffer B 
with a gradient form 0% B to 60 % B over 15 CV and a flow rate of 2 mL/min (section II.2.12). 
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III.1.8 Kinetic characterization 
The kinetic characterization of  the mutants was performed  in  triplicate MTP ABTS assays, 
with measurements in the range of 1.2–266 mM glucose at pH 5.5 and 7.4. The pH optimum of 
GOx is 5.5, but miniature biofuel cells operating in human blood would need to be highly active 
at physiological pH. Therefore, the screening strategy was devised to select clones with higher 
activity at pH 7.4.  
The data were  fitted on Michaelis‐Menten curves but  the Lineweaver‐Burk, Eadie‐Hofstee 
and  Hanes‐Woolf  curves  were  also  plotted  to  check  for  any  irregularities.  We  decided  to 
exclude  data  showing  high measurement  errors  and  data  representing  outliers  from  these 
curves  but  only  one  point  needed  to  be  removed  since  all  the  other  measurements  had 
standard  deviations  around  5%  and  the  data  points  were  fitted  on  all  equations  with  a 
correlation coefficient of 0.99. Figure 28 shows the curves for the wild‐type enzyme in PBS but 
nevertheless this also represents the appearance of the curves for all mutants.  
 
 
Figure 28 Kinetic data for wild type GOx in PBS 
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The kcat was determined by measuring the enzyme concentrations (absorbance at 280 nm) 
and  the  absorption  of  1.5 mg/mL  of  GOx was  considered  to  yield  one  active  unit  (AU)  as 
calculated  according  to  the  sequence using ProtParam. The  kinetic data of  all mutants were 
measured  in triplicate  in two different days and the  final values, which are averages of all six 
measurements, are presented in Table 6. The maximum standard deviation was 6%. 
 
Table 6 Kinetic constants for all mutants 
Ac
et
at
e b
uf
fe
r p
H 5
.5
 
kM average  kcat average Specificity 
constant 
(mM) s‐1 mM‐1∙s‐1 
Wild type 28.26 189.38 6.70 
Parent  15.13 266.37 17.60 
Commercial  23.96 376.03 15.68 
A2  18.93 578.32 30.55 
A21  15.75 466.18 29.59 
F5  16.05 368.16 22.93 
F9  13.05 350.97 26.88 
F19  15.06 321.53 21.34 
PB
S b
uf
fe
r p
H7
.4
 
kM average  kcat average Specificity 
constant 
(mM) s‐1 mM‐1∙s‐1 
wt  23.19 130.16 5.61 
parent  14.71 227.99 15.49 
commercial  18.86 372.01 19.72 
A2  13.08 432.17 33.11 
A21  10.93 350.77 32.09 
F5  14.26 308.44 21.62 
F9  10.37 228.36 22.02 
F19  9.53 266.80 27.99 
 
All the mutants showed a 3–4‐fold increase in activity compared to the wild type enzyme at 
pH 5.5, and a 3.6–6‐fold  increase at pH 7.4. This greater  improvement at pH 7.4  reflects  the 
screening conditions we imposed. All the mutants were also 1.3–1.9‐fold more active than the 
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commercial variant of the enzyme, but this is not necessary a relevant comparison because the 
commercial enzyme is produced in A. niger and has different glycosylation pattern. The industry 
fermentation and purification processes for the production of GOx are also different from our 
methods, and the greatly increased scale could influence the determination of kinetic constants 
such as kcat. The commercial amino acid sequence is the same as the wild type variant that we 
used in this project. This variant is expressed in the same vector and strain system as the rest of 
the mutants and purified by the same protocol making the comparison between wild type and 
mutant strains relevant and important.  
III.1.9 Thermal stability measurements 
The thermal stability of the GOx mutants was determined by  incubating the enzyme  in 50 
mM  acetate buffer  (pH 5.5)  at 60°C  in  the  absence of  substrate. Aliquots  from  this  solution 
were withdrawn periodically and the residual activity was measured using the ABTS assay. The 
percentage of residual activity at time t was defined as A(t). This was compared to the activity 
when t = 0, which was arbitrarily considered 100%. By plotting t using an exponential equation 
it was possible to determine the inactivation rate constant (kd) as follows:	ܣሺݐሻ ൌ ݁ି௞೏∙௧ 
Figure 29  shows  the data  for mutant  F9 but  the other mutants were  similar.  Each point 
represents  an  average  of  three  measurements.  The  half  times  for  thermal  stability  were 
calculated by setting A(t) = 0.5. The values for all mutants are summarized in Table 7. 
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Table 7 Thermal stability half times of GOx mutants 
  t1/2 (min)
Parent  9.00
Wild type  10.50
A2   11.74
A2‐1  13.86
AS1F5  11.74
F9   15.75
F9‐1  19.80
Commercial 22.35
 
All the mutants showed higher thermal stability than the parent and wild‐type enzymes, but 
mutant  F9‐1  was  the  best‐performing  mutant  with  double  the  wild‐type  half  time  of 
inactivation.  
III.2 In Vitro Translation (IVT) of Glucose Oxidase 
Thus far we have presented screening systems based on  in vivo expression platforms. Our 
data  show  that  the  encapsulation  of  yeast  cells  in  double  emulsions  is  <10%  efficient.  This 
problem was solved in the case of GOx by using an enzyme assay that directly stains the surface 
 
Figure 29 Thermal inactivation curve for mutant F9.  
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of the yeast cell, but the same approach could be more difficult to achieve for other enzymes 
and a  fluorescence assay with a  soluble product  seems more  feasible.  In addition  to  the  low 
encapsulation efficiency of double emulsions,  further difficulties with yeast  in vivo expression 
systems  include  the  low  transformation efficiencies,  low  survival  rates  in different conditions 
thus  narrowing  the  screening  possibilities,  and  the  long  generation  times  (Gietz &  Schiestl, 
2007;(Lindegren  and  Haddad  1954).  The  2–3  hour  generation  interval means  2–3  days  are 
required to recover yeast cells after each round of sorting restricting progress to two rounds of 
evolution per week.  
One  solution  that  could  help  address  all  these  problems  is  the  use  of  in  vitro 
transcription/translation  systems.  This  would  allow  multiple  rounds  of  evolution  to  be 
performed  in  one  day. Most  in  vitro  systems  are  based  on  E.  coli  extracts,  but  this  is  not 
appropriate  for  GOx  because  it  is  a  eukaryotic  glycosylated  enzyme  with  disulfide  bonds 
(Frederick  et  al.  1990).  Previous  attempts  to  express  GOx  in  vivo  in  E  coli  resulted  in  the 
formation of inclusion bodies that had to be solubilized to regain enzyme activity (Witt, Singh, 
and Kalisz 1998). This would not be appropriate for our system because the gene libraries need 
to  be  taken  directly  from  the  PCR  and  compartmentalized  in  emulsions  together  with  the 
transcription/translation mix and the enzyme reaction components. Translation in vitro usually 
takes 4 h (Qiagen 2006) which could be followed by FACS. The DNA from the positive droplets 
would  be  recovered  and  amplified  by  PCR  and  a  new  round  of  evolution  could  be  initiated 
immediately. 
We have chosen insect cell extracts as a more suitable IVT system because a variant of GOx 
was  found  to  be  natively  expressed  in  the  salivary  glands  of  some  insect  larva  suggesting 
compatibility  (Musser  et  al.  2005).  The  first  system  that  we  tried  was  the  insect  cell 
transcription/translation  kit  from  Qiagen  (Qiagen  2006).  Although  the  final  goal  would  be 
transcription directly form a PCR product template, the proper vectors can increase the yield of 
expressed  proteins.  Therefore,  the  wild‐type  GOx  gene  was  cloned  in  vector  pIX4  in  two 
formats,  with  and  without  an  N‐terminal  ‐factor  (AF)  pro‐peptide  sequence  to  direct  the 
protein into the secretory pathway. The manufacturers suggest that some signal peptides may 
not be compatible with the  insect cell‐free extract, therefore we followed the manufacturer’s 
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recommendations  and  included  the  following  reactions  (1)  both  GOx  constructs  with  and 
without additional FAD in the reaction, (2) the positive luciferase control supplied with the kit, 
(3) the negative control without any DNA (also with and without FAD), and (4) a reaction with a 
defined amount of GOx added  to determine whether any  IVT  kit  components  interfere with 
GOx activity. The FAD was added to improve GOx expression because it is a flavin enzyme and 
the presence of FAD is essential in the folding process.  
GOx expression  could not be detected  in  any of  the  samples, whereas  luciferase  activity 
could be detected  in the control sample. The reactions containing added GOx showed normal 
activity meaning  that  the components of  the kit were not  responsible  for  the  loss of enzyme 
activity. The amount of enzyme that could theoretically be produced by this kit was too low for 
detection by Coomassie Brilliant Blue but sufficient for detection by western blot, but no GOx 
antibodies were available and the enzyme was expressed without a tag. Therefore we could not 
determine  whether  or  not  the  enzyme  was  expressed,  or  whether  it  was  expressed  but 
incorrectly folded hence inactive. We therefore attempted to denature and refold the enzyme 
by incubating with Triton X‐100 and sonicating for 10 min (Witt, Singh, and Kalisz 1998). A slight 
increase in absorbance was observed in the samples containing the AF variant but there was no 
increase over time, suggesting the activity remains close to zero (Figure 30). 
 
Because no clear positive results were obtained using the Qiagen kit we used an alternative 
commercial kit  incorporating a coupled  transcription  translation which  is more advantageous 
 
Figure 30 ABTS measurements of IVT samples (section II.2.1). 
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for screening  (Promega 2008). As stated above,  the  ideal screening process would create  the 
libraries by PCR and compartmentalize the PCR products in the emulsion for the measurement 
of  expression  and  activity. Where  transcription  and  translation  are  uncoupled,  transcription 
must be carried out separately and  the mRNA must be collected  for  the  translation  reaction, 
which means  that  the emulsions would have  to be broken after  the  first  step and  recreated 
around individual RNA molecules thus destroying the link between the gene and product.  
We cloned the wild type GOx gene in vector pF25A with and without the AF and carried out 
the same reactions as described above for the Qiagen kit. As above, we were unable to detect 
GOx activity  in any of  the  samples. We  carried out an additional experiment which  included 
biotinylated  lysine  tRNA molecules  in  the  translation  reaction,  allowing  the detection of  any 
newly‐synthesized protein by western blot. However no band corresponding to GOx could be 
distinguished in any sample.  
Therefore we can conclude that the insect cell IVT system is not suitable for the expression 
of GOx, at  least  in  its  current  formulation.  It may be possible  to achieve GOx production by 
modifying certain parameters, such as the DNA concentration, the time of expression and the 
temperature, all of which affect translation efficiency. Furthermore, the structure and spacing 
of elements such as the ribosome binding site and 5’ untranslated region can affect translation, 
so different vector systems could be tested. However, IVT systems are expensive and  in order 
to  try  out  all  the  different  possibilities  it would  be  advisable  to  develop  cheaper  and more 
controllable homemade systems.  
III.3 Alginate Bead Selection System for GOx 
Natural evolution shows that the true power of screening  involves selection methods that 
trigger  the  survival of  the  fittest. We have  therefore  attempted  to develop  such  a  selection 
system based on GOx activity, involving the encapsulation of yeast cells inside single emulsions 
together with a tyramide‐alginate, HRP and glucose in such a way that there is only one cell per 
compartment.  When  compartmentalization  is  complete,  the  tyramide  phenolic  groups  are 
polymerized  by GOx  leading  to  formation  of  solid  beads  around  the  cells with GOx  activity. 
When the emulsion components are removed, cells with GOx activity will be enclosed within a 
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solid bead whereas those lacking GOx activity will be free in the medium. The addition of a cell 
wall degrading enzyme such as lyticase will then kill all the cells that are not protected by beads 
therefore  leaving  in  solution  only  those  cells  without  GOx  activity.  This  type  of  screening 
platform would  be more  useful  still  in  combination with  IVT  because  a  solid  compartment 
would form around DNA molecules expressing GOx activity allowing them to be separated from 
non‐enclosed DNA.  
In an  initial set of experiments, we aimed to prove that we can generate beads using HRP 
and externally provided peroxide. Alginate beads were  also prepared using  soluble GOx  and 
cells expressing the enzyme. When the experiment was carried out using 10% FITC‐stained cells 
expressing active GOx, and 90% non‐stained cells lacking GOx, the beads formed mostly around 
the cells expressing GOx (Figure 31).  
 
 
Figure 31 Alginate‐tyramide reaction based on GOx activity using a mixture 
of 10% active  cells  stained with FITC and 90% non‐active  cells without  staining 
(section II.3.3). 
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The second step was to determine optimum conditions for lyticase activity. Most available 
protocols use both chemical and enzymatic degradation to kill the cells, but our aim was to find 
appropriate conditions in which the cytotoxicity was entirely attributed to the lyticase activity. 
Therefore we tested different protocols to determine the influence of each component present 
in  the digestion buffer. The best protocol used a  lysis buffer  comprising 50 mM Tris‐HCl  (pH 
7.5), 10 mM EDTA and 0.5% (v/v) β‐mercaptoethanol. The lysis buffer did not affect the survival 
of the cells, but the addition of lyticase killed 97% of the cells.  
The assay was tested on reference libraries containing 5% positive cells and was compared 
to pure  cultures  containing all positive or all negative  cells. The  first experiment killed more 
than  95%  of  the  cells  regardless of  their origin,  suggesting  the  beads were  not  sufficient  to 
protect the cells from the lyticase activity probably because the pore size was large enough to 
allow the relatively small  lyticase enzyme (~40 kDa) to pass through. To reduce the pore size, 
the  beads were  incubated  in  poly‐L‐lysine  solution.  This  reduces  the  pore  size  because  the 
solute  is positively charged, and  therefore coats  the  surface of  the negatively‐charged beads 
(Klein, Stock, and Vorlop 1983). In addition the enzyme molecules were cross‐linked with poly‐
L‐lysine  molecules  using  the  EDAC  coupling  method  (Anjaneyulu  and  Staros  1987).  This 
increased the size of the lyticase without affecting its catalytic activity.  
The  improved protocols were  tested on  the pure  cultures of positive  and negative  cells, 
resulting  in  survival  rates  of  11%  and  7.7%,  respectively.  Although  the  survival  rate  of  the 
positive  cells  was  reproducibly  1.4‐fold  higher,  this  was  not  sufficient  for  a  HTS  system. 
Interestingly, when soluble GOx was added to the cells, the survival rates increased to 26–33%. 
This suggests  that  the assay  is not sensitive enough  for  the  levels of GOx present on  the cell 
surface and that higher GOx expression levels or more tyramide residues are needed to achieve 
stronger alginate polymerization.  
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III.4 Directed Evolution of Cellulases 
III.4.1 Enzyme assay 
The  enzyme  assay  for  the  detection  of  cellulase  activity  is  based  on  the  ViPer  assay 
previously  developed  for  GOx  (R.  Prodanovic  et  al.  2012).  The  substrate  3‐carboxy‐7‐(4’‐
aminophenoxy)coumarin  (APCC)  can  be  prepared  from  an  fluorescent  compound  (3‐
carboethoxy‐umbelliferone) and an activated carboxylic aryl group (p‐fluoronitrobenzene). The 
aryl group acts as a cap that is sensitive to oxidation and quenches the fluorescent compound. 
In the presence of peroxidase, the aryl group is removed from the capped fluorogenic substrate 
and the fluorescent compound (3‐carboxy‐7‐hydroxycoumarin) is released. The compound was 
synthesized in our laboratory as previously described (Khanna, Chang, and Ullman 1989). 
As for the GOx assay, an emulsion is required to maintain the connection between the gene 
and  the  product  of  the  enzyme  reaction  (3‐carboxy‐7‐hydroxycoumarin).  This  product  is 
negatively charged and therefore does not diffuse  from the emulsion, and  is compatible with 
FACS.  Unlike  other  cellulase  assays  based  on  fluorescence,  this  one  can  use  any  natural 
cellulase  substrate.  In  theory  any  form  of  cellulose  would  be  suitable,  but  we  chose 
carboxymethylcellulose (CMC) because it is soluble and similar to natural cellulose. The reaction 
scheme is shown in Figure 32. 
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The  reaction  was  initially  tested  in  a MTP  format  using  commercial  A.  niger  cellulase, 
resulting  in a 25‐fold  increase  in fluorescence over the control reaction without cellulase. The 
MTP assay was also tested using S. cerevisiae YDH 500 cells expressing cel5A (kindly provided by 
Dr. U. Commandeur) compared to an empty vector control. The four reactions are compared in 
Figure 33, revealing a  lag phase at the beginning of the reaction that can be attributed to the 
time required for cellulase to hydrolyze CMC into units that can be oxidized by HOx. The empty 
cells also show a slight increase in fluorescence that probably reflects the presence of sugars on 
the  surface  of  the  cells,  which  are  oxidized  by  HOx  and  give  a  marginal  increase  over 
background.  
 
Figure 32 Schematic representation of ViPer assay for cellulases. 
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III.4.2 FACS assay 
After  successfully  establishing  a MTP  format  assay,  we  next  adapted  it  to  work  under 
emulsion  conditions.  The  empty  vector  cells  do  not  create  a  problematic  background  signal 
because their fluorescence remains constant over time. As shown  in Figure 34, the reaction  is 
much  slower within  the  emulsions  and  takes more  than 6 h  to  reach  a  steady  state.  This  is 
challenging because the cells have a low survival rate after 6 h under emulsion conditions which 
interferes with the subsequent FACS analysis.  
 
 
 
 
Figure 33 Detection of cellulase activity in MTPs using the ViPer assay.  
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Various methods were tested to  increase the assay sensitivity, culminating  in the use of a 
different substrate, namely aminophenoxyfluorescein (APF) (Invitrogen, Carlsbad, USA), whose 
fluorescence intensity is tenfold higher than APCC. Using this substrate, a significant difference 
between the positive and negative cells was observed after 2 hours incubation (Figure 35).  
Reference  libraries were sorted under  the P2 gate directly onto YNB‐CAA Glu agar plates. 
Cells were grown at 27°C for 3 d after sorting and then transferred by replica platting onto YNB 
CAA Gal/CMC plates for the induction of enzyme activity. They were incubated for a further 16–
24 h at 27°C and then tested using a Congo Red assay (Nakazawa et al. 2008) which revealed a 
12‐fold enrichment  in one round of sorting, as shown by halos around the positive colonies in 
Figure 36. The assay is therefore highly efficient for the screening of cellulase diversity libraries.  
Figure 34 FACS analysis of the ViPer cellulase assay over time,  in emulsions containing negative cells (S. cerevisiae 
YPH500 transformed with empty vector pESC‐Trp), positive cells (S. cerevisiae YPH500 transformed with vector pESC‐Trp 
containing cel5A cellulase) and the soluble enzyme (Sigma cellulase from A. niger). These are double plots of UV and FITC 
fluorescence with APCC used as the substrate. The enzyme activity was observed on the UV2 channel.  
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A novel florescent assay for the detection of cellulase activity was developed by modifying 
the previously published ViPer assay (R. Prodanovic et al. 2012) used for the detection of GOx. 
The  assay was modified  by  using HOx  to  detect  both monosaccharides  and  polysaccharides 
resulting from cellulase activity and thus has the advantage of compatibility with any natural or 
artificial  cellulose  substrate.  The  MTP  format  assay  revealed  a  25‐fold  difference  in 
fluorescence between the positive and control reaction when using either soluble cellulase of 
cells expressing cellulase. The emulsion  screening  format  showed a  clear difference between 
positive  and  negative  cells  despite  the  long  lag  phase  (4–6  h)  before  sufficient  fluorescent 
product accumulates for detection. In order to increase the sensitivity of the assay so that more 
cells survive for FACS analysis, the APCC fluorogenic substrate was replaced with APF. Using this 
 
Figure 36 Reference  libraries  containing positive and negative  cells expressing cellulase activity before and 
after the FACS sorting. Cellulase activity is detected by the formation of halos in the Congo Red agar plate assay. 
 
Figure 35  FACS  analysis of  the ViPer  cellulases assay over  time  in emulsions  containing negative  cells  (S. 
cerevisiae YPH500  transformed with  empty  vector pESC‐Trp),  positive  cells  (S.  cerevisiae YPH500  transformed 
with vector pESC‐Trp containing cel5A cellulase) and a reference library with 5% positive cells. These are bivariate 
histograms of forward scattering (FSC) and FITC.  
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improved  system,  reference  libraries  were  sorted  and  the  active  cellulase  population  was 
increased 12‐fold in one round of sorting. 
IV Final Discussion 
IV.1 Glucose Oxidase Screening Systems 
For the directed evolution of GOx, the wild‐type gene was cloned in a surface display vector 
so  that  the expressed enzyme molecules were covalently  linked onto  the  surface of  the cell. 
This  maintains  the  connection  between  phenotype  and  genotype  at  all  times  during  the 
experiment. The  connection  is  further maintained by  the emulsion  compartments, but  if  the 
enzyme  is  not  initially  linked  covalently  to  the  cell  surface  then  some  enzyme  molecules 
produced  by  one  cell  can  end  up  in  another  compartment  making  the  detection  system 
inaccurate.  Also,  since we were  aiming  to  detect  not  only  the  presence  or  absence  of GOx 
activity but also a  specific activity,  the amount of enzyme molecules present on  the cell and 
responsible for the reaction need to be quantified as precisely as possible. This is not possible 
with  non‐surface  display  systems  because  the  cells  must  be  washed  extensively  during 
emulsification, enzyme  reaction  and  antibody  staining,  resulting  in  the  loss of many enzyme 
molecules and of the correlation between enzyme abundance and activity in the detection step. 
Surface display  is  therefore essential  if  the  tyramide‐fluorescein assay  is used  to quantify  the 
enzyme  as well  as  its  activity.  The  use  of  both N‐  and  C‐terminal  tags may  inhibit  enzyme 
activity but the  impact appeared to be similar across all enzyme variants because the relative 
activity of the wild‐type and different mutants remained the same even if the absolute activity 
was reduced. 
We  increased  the  accuracy  of  the  assay  further  by  delivering  the  substrate  once  the 
compartments had formed. In the initial assay procedure, glucose was included in the reaction 
mix  and  the  reaction  started before emulsification was  completed. The  fluorescein  tyramide 
radicals were  therefore  already  formed before  compartmentalization was  complete  and  this 
lead  to  cross‐staining  of  a  different  cell  than  the  one  producing  the  radical,  reducing  the 
accuracy of the assay and preventing the recovery of >40% positive cells in a sorted population. 
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In  addition,  the  concentration  of  glucose  available  in  the  assay  could  never  be  precisely 
controlled since the yeast cells fed on the glucose. These problems were solved by the external 
delivery of the substrate in the form of β‐octylglucoside.  
We  also  found  the  optimal  combination  of  fluorescent  dyes  for  the  simultaneous 
measurement of enzyme activity and abundance. The best pairing was fluorescein to measure 
activity  and  DyLight647  to  measure  abundance.  Both  dyes  are  intense  enough  to  ensure 
sensitivity and there is no overlap between their excitation and emission spectra. 
By  testing  the assay with  reference  libraries, we  found  that  it was possible  to enrich  the 
active population of cells. Where the initial percentage of positive cells is <5%, the best strategy 
is to sort initially using yield mode to recover the entire positive population, followed by single 
cell mode to enrich for positive cells. We used the assay to distinguish between the wild‐type 
enzyme and a mutant with five times the wild‐type activity, and found that the populations of 
the two clones could be distinguished at low concentrations of glucose suggesting that it should 
be possible to sort the highly active clones from a mutant library. 
The  GOx  gene  library  was  created  using  the  consensus  approach  by  site  directed 
mutagenesis at 16 amino acid positions. The  library contained 105 different GOx mutants that 
were multiplied 100‐fold to generate a library of 107 clones to ensure all diversity was screened. 
This is necessary because of statistical sampling errors and because some cells are killed during 
the assay (70% survival rate under reaction conditions and 60% survival rate during FACS).  
The library was sorted using the tyramide fluorescein FACS based assay for two consecutive 
rounds using low glucose concentrations and stringent gating in order to increase the likelihood 
of  selecting high‐activity clones. One hundred clones were analyzed after each  sorting  round 
and were compared  to  the wild  type enzyme using a MTP  format assay. The  results  showed 
that the percentage of active clones increased after each round of sorting, reaching 100% after 
the second round, agreeing with  the reference  library experiments. The percentage of higher 
activity  clones  also  increased  after  each  round,  showing  that  the  assay was  suitable  for  the 
quantitative screening of enzyme activity.  
The  mutants  with  the  highest  activity  were  collected  and  re‐analyzed.  The  five  most 
promising candidates were re‐cloned  in P. pastoris expression vectors to remove the tags and 
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produce  large  amounts  of  native  protein  for  accurate  kinetic  characterization.  Optimized 
fermentation  conditions  yielded  30–40  mg  of  protein  per  liter  of  fermentation  medium, 
although 30% remained tightly attached to the cell surface and this could not be recovered. The 
mutants  were  purified  from  the  fermentation  media  by  ultrafiltration  and  DEAE 
chromatography resulting in approximately 10–20 mg of highly pure protein.  
The kinetic parameters of all the mutants and the wild‐type enzyme were determined using 
the ABTS assay and the data were fitted on the Michaelis‐Menten equation. The screening was 
performed at pH 7.4 to favor the recovery of mutants that would function at the physiological 
pH of human blood. All  five mutants showed higher activity than wild‐type at their native pH 
but the difference was more pronounced at pH 7.4. The best‐performing mutant was A2 with a 
1.7‐fold  lower kM, a 3.3‐fold higher kcat and a 5.8‐fold higher specificity constant. Mutant F9‐1 
showed twice the thermostability as the parent and the wild type enzymes. The stability of the 
A2 mutant was similar to wild type suggesting that a combination of the mutations present  in 
these mutants could produce a synergic mutant with higher activity and thermostability. 
IV.1.1 In vitro translation 
Despite the success of in vivo expression systems for GOx, their drawbacks include the low 
transformation  efficiency  of  yeast  cells  (maximum  106/µg  of  DNA)  which  reduces  diversity 
unless  a  high  number  of  transformation  reactions  are  performed.  Additionally  the  2–3  day 
recovery time after sorting (reflecting the long generation interval of yeast cells) suggests that 
only two rounds of evolution can be achieved per week. The potential of directed evolution can 
be increased by eliminating these bottlenecks and reducing the screening time.  
Another  problem  with  cell‐based  systems  is  the  variable  survival  rates  under  different 
conditions, narrowing thus the properties that can be tested by screening. The high‐throughput 
in vivo  formats assay  the properties of each  individual cell, whereas  the MTP  format screens 
populations of (supposedly identical) cells. MTP screening always involves a master plate from 
which  clones  can  be  recovered  if  cells  are  killed  during  screening.  This makes  it  possible  to 
screen e.g.  for  thermostability  and oxidative  stability because  the  integrity of  the  cell  is not 
important and killed cells can be replaced. We encountered these while working with GOx but 
they also apply to other enzyme classes.  
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One solution to all these problems would be the development of an assay based on in vitro 
translation  (IVT),  which  would  circumvent  the  limitations  of  transformation,  reduce  the 
generation time to a few hours thus allowing up to three rounds of evolution per day and all 
direct HTS  for  thermostability because DNA  is not affected at high  temperatures  in  the same 
way  as  cells.  For  GOx  screening, we were  able  to  develop  an  assay  based  on  the  covalent 
staining of  the  yeast  cells  surface but  such adaptations may not be possible  for many other 
enzymes. Developing a fluorescence assay with a soluble product would be simpler, but double 
emulsions would be  required  to maintain  the connection between  the gene and  the enzyme 
activity  during  screening.  However  the  encapsulation  efficiency  of  yeast  cells  in  double 
emulsions  is  ~10%  and  even  E.  coli  cells  cannot  exceed  ~25%, meaning  that  a  lot  of  empty 
droplets would be present in the mix. IVT systems would increase the encapsulation efficiency 
and allow the use of smaller and more homogeneous emulsions. 
Unfortunately,  our  attempts  to  express  GOx  by  IVT  using  insect  cell  extracts  were  not 
successful.  However,  there  are  numerous  potential  solutions  such  as  varying  the  DNA 
concentration, using different expression vectors or changing the temperature. Another option 
is to use different cell free extracts, e.g. yeast cells, wheat germ or E. coli. 
IV.1.2 Alginate bead selection system for GOx 
We developed a novel  selection system based on GOx activity by using alginate modified 
with  tyramide  residues. The  reaction  involves  the detection of hydrogen peroxide  formed by 
GOx, and  this  is used by HRP  to polymerize  the phenolic groups of  tyramide  resulting  in  the 
formation of  solid  compartments  around  cells expressing GOx. When  lyticase  is  added,  cells 
that are not protected by the alginate compartments are killed. We were able to demonstrate 
the  formation  of  stable  compartments  preferentially  around  cells  expressing GOx  despite  a 
certain amount of  cross‐talk. However no enrichment  for GOx‐positive  cells was observed  in 
different reference libraries after lyticase treatment and even population of 100% GOx‐positive 
cells showed  less than 3% survival suggesting that the alginate beads did not protect the cells 
against lyticase activity.  
We addressed this challenge by using poly‐L‐lysine to reduce the pore size of the beads and 
to  increase the size of  lyticase by cross‐linking. Unfortunately, even after these  improvements 
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there was  no  enrichment  of  the  reference  libraries  and  the  survival  rate  in  the  100% GOx‐
positive cells remained at 3%. However, by adding soluble GOx  the survival  rate  increased  to 
33%, suggesting that the GOx activity on the cell surface  is not sufficient to  induce significant 
polymerization of the tyramide‐alginate.  
IV.1.3 Cellulase assay 
We developed a new florescence assay for the detection of cellulase activity by modifying 
the ViPer GOx assay described before.  Instead of GOx for the detection of glucose monomers 
resulting from cellulase activity, we used HOx. This has broader substrate specificity than GOx 
and can oxidize both monosaccharides and oligosaccharides. Glucose is an uncommon product 
of cellulase degradation so this improvement in the assay is considerable, theoretically allowing 
the  use  of  any  cellulosic  substrate.  However, we  used  CMC  to  test  the  assay  because  it  is 
soluble and similar to natural cellulose.  
Initial MTP tests using soluble cellulase and the fluorogenic substrate APCC revealed a 25‐
fold  difference  in  fluorescence  between  reactions  containing  soluble  cellulase  and  controls 
lacking the enzyme. A lag phase was observed before the detection of fluorescence, which can 
be attributed to the time needed for the cellulase to produce saccharides that can be oxidized 
by HOx. Similar results were obtained when the soluble cellulase was replaced with yeast cells 
expressing  cellulase.  The  control  cells  (empty  vector)  also  generated  some  background 
fluorescence probably reflecting the oxidation of sugar residues on the cell surface, but unlike 
the cellulase‐expressing cells  this  fluorescence did not  increase over  time, resulting  in a clear 
difference between positive and negative cells by the assay end‐point.  
This optimized assay was used  to detect cellulase activity  inside double emulsions. When 
soluble cellulase was used we could detect fluorescence immediately after emulsification even 
though the signal was relatively low. When positive cells were used, a clear difference between 
positive and negative cells was observed only after 4 to 6 h of  incubation, at which point the 
survival of  the  cells was  compromised. We  therefore  replaced  the APCC  substrate with APF, 
which has a ten‐fold higher quantum yield making the assay ten times more sensitive. With this 
substrate,  fluorescence could be detected after 2 h of  incubation. A 5% reference  library was 
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sorted using  this assay and 12‐fold enrichment of  the positive population was achieved after 
one sorting round, validating the use of this screening system. 
V Conclusions	
 We have developed a new and improved version of the previously‐ tyramide‐fluorescein 
assay for GOx (Radivoje Prodanovic et al. 2011) that avoids cross‐talk between droplets. 
 We  developed  a  new  procedure  for  the  external  delivery  of  glucose  through  the  oil 
phase  in  the  form  of  ‐octylglucoside,  allowing  substrate  delivery  after 
compartmentalization is completed. 
 We modified the assay to include the surface display of GOx variants bearing an epitope 
that allows quantitation using antibodies. 
 The sorting of reference libraries using the new assay resulted in up to 90% enrichment 
for positive cell populations. 
 Libraries  containing  105  different  GOx  mutants  were  created  using  the  consensus 
approach and 107 (100 copies of each) were screened using the new fluorescence assay. 
 A purity of 99% positive clones was obtained after only two rounds of sorting. 
 The  proposed  assay  can  be  used  to  screen  for  higher‐activity  clones,  not  only  as  a 
plus/minus  system. This was demonstrated after  two  rounds of  sorting, by  increasing 
the percentage of higher‐activity clones six‐fold. 
 By sorting the consensus libraries, we isolated five mutants with 3–5.8‐fold more activity 
than the wild type GOx. 
 One of the mutants demonstrated twice the thermal stability of the wild‐type enzyme. 
 An alginate/tyramide‐based  selection  system was developed  for  the detection of GOx 
activity. 
 The assay showed promising  results because beads  formed preferentially around cells 
expressing GOx activity. 
 However when lyticase was added to the system, all the cells were killed suggesting that 
the beads do not protect the cells against lyticase activity. 
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 Cells  survive  only  when  high  concentrations  of  soluble  GOx  are  added  to  the 
compartments, suggesting that more GOx needs to be expressed on the cell surface or 
more tyramine molecules are needed on the modified alginate. 
 A new high‐throughput fluorescence assay based on FACS screening in double emulsions 
was developed for the detection of cellulase activity, which can be used with any natural 
cellulosic substrate. 
 The assay is based on the detection of cellulase hydrolysis products using an enzymatic 
cascade which leads to the formation of a fluorescent product. 
 Using  this  assay,  reference  cellulase  libraries were  screened  and  60%  enrichment  for 
positive cells could be achieved after only one round of sorting. 
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VI List	of	Abbreviations		
ABTS   2,2′‐azino‐bis(3‐ethybenz‐thiazoline‐6‐sulfonic acid  
3D  tree dimensional (associate with protein structure) 
7‐AAD  7‐Aminoactinomycin D
AF  pre‐pro‐alpha factor signal sequence 
AMCA  amino‐methyl‐coumarin‐acetate
AMCA‐Tyr  amino‐methyl‐coumarin‐acetate Tyramine
APCC  3‐Carboxy‐7‐(4’‐aminophenoxy)‐coumarine 
APF  Aminophenoxy fluorescein
BLAST  basic local alignment search tool – an algorithm for comparing primary biological 
sequence information 
BMGY  Buffered Glycerol Yeast complex medium (see II.1.4) 
BMMY  Buffered Methanol Yeast complex medium (see II.1.4)
bp   base pair  
CMC  carboxy‐methyl cellulose
CV   column volume  
d  day 
DMF  dimethylformamide  
DMSO  dimethylsulfoxide  
DNA   2’‐Desoxynucleotide‐5’‐triphosphate  
DNase  deoxyribonuclease I 
DNS  3,5‐diniotrosalycilic acid (referred either to this chemical or to the method that use it) 
dNTP  desoxyribonucleicacid 
DTT  dithiothreitol 
EDAC  1‐Ethyl‐3‐[3‐dimethylaminopropyl]carbodiimide hydrochloride 
EDTA  ethylenediaminetetraacetic acid 
epPCR   Error‐prone polymerase chain reaction  
ER  endoplasmic reticulum
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FACS  fluorescence activated cell sorting
FAD   flavin adenine dinucleotide  
Fc IgG  fragment c of IgG 
FCS  forward scattering 
FITC  Fluorescein isothiocyanate
Gal  galactose 
Glu  glucose 
GOx   glucose oxidase  
h   hour  
Hox  hexose oxidase 
HPLC   high performance liquid chromatography  
HRP   horseradish peroxidase  
HTS  high throughput screening  
HTS   high throughput screening  
IgG  immunoglobulin G 
IUPAC  international union of pure and applied chemistry 
IVT  in vitro translation 
kcat   catalytic constant  
kM   Michaelis‐Menten constant  
LB   medium Luria‐Bertani medium 
LMO  light mineral oil 
min   minute  
mM   millimolar  
mol   mol  
MTP  microtiter plate 
NHS  N‐hydroxysuccinimide
nm   nanometer  
OD   optical density  
PAGE   polyacrylamide gel electrophoresis  
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PBS  phosphate buffer saline
PCR   polymerase chain reaction 
Pfu‐Pol   Pyrococcus furiosus DNA polymerase
pH  Pondus hydrogenii ("power of hydrogen") – pH is defined as the decimal logarithm of 
the reciprocal of the hydrogen ion activity 
PLL  poly‐L‐lysine  
PTFE  polytetrafluoroethylene – in this thesis, the reference is to the material used to made 
microbiological filters 
Raf  raffinose 
RNA  ribonucleic acid 
rpm   rotation per minute 
SDS   sodium dodecyl sulfate 
Span 80  a commercial name of a nonionic surfactant (Sorbitane monooleate) 
Taq DNA Pol  Thermus aquaticus DNA polymerase
Tris‐HCl   a buffer made with Tris(hydroxymethyl) aminomethane hydrochloride and 
hydrochloric acid 
Triton X‐100   comercial name of a nonionic surfactant (octyl phenol ethoxylate) 
tRNA  transfer RNA 
U   units 
UV   ultraviolet 
v/v  volulme / volume – referred to solutions (mixtures) preparation 
Vmax  maximum reaction speed
VnBrPO  vanadium bromo perodidase 
w/v  weight / volume – referred to solutions (mixtures) preparation 
w/w  weight / weight – referred to solutions (mixtures) preparation 
Wt   wild type 
YNB CAA 
Glu/Gal, Raf  
Yeast Nitrogen Base Casamino Acids media(see II.1.2) 
YPD   yeast extract/peptone/dextrose medium (see II.1.3) 
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